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I) Introduction 
Les stomoxes sont des insectes hématophages parasites des animaux de rente. Ils 
appartiennent à l’ordre des Diptères qui représente à lui seul 10% des espèces animales connues 
à ce jour et constitue le groupe d’insectes le plus important en médecine humaine et vétérinaire, 
en lien notamment avec leur rôle vecteur d’agents pathogènes. Le genre Stomoxys compte 18 
espèces. Parmi elles, Stomoxys calcitrans est l’unique espèce cosmopolite, les 17 autres sont 
toutes tropicales et se répartissent en Afrique et en Asie (Baldacchino et al., 2013a).  
 Stomoxys calcitrans possède un appareil piqueur complexe, fortement sclérifié et rigide 
appelé proboscis. Les deux sexes ont un régime hématophage et  sont considérés comme des 
parasites majeurs en élevage bovin, laitiers comme allaitants. En effet, leur comportement 
harcelant et leurs piqures répétées sont à l’origine de stress, de lésions de la peau et de douleur 
chez leurs hôtes. A terme, ces nuisances directes peuvent avoir un impact considérable sur la 
productivité et donc sur l’économie des filières : aux Etats-Unis, les pertes sont estimées à 400 
millions de dollars par an pour la filière viande et plus d’un milliard pour la filière lait (Taylor 
et Berkebile, 2006 ; Taylor et al., 2012). La présence des stomoxes provoque des réactions de 
défense chez l’hôte et amènent les animaux à se regrouper afin de créer une protection mutuelle. 
Ce double effet a pour conséquence, d’une part, d’interrompre le repas du stomoxe et, d’autre 
part, de favoriser la spoliation de plusieurs animaux avant que le repas de sang ne soit complet. 
Ce mode de nutrition permet la transmission mécanique d’agents pathogènes par effet de 
seringue souillée, ce qui constitue l’effet indirect de Stomoxys calcitrans (Zumpt, 1973). Ce 
phénomène est amplifié par la capacité des stomoxes à conserver du sang dans leur jabot puis 
à le régurgiter lors d’un repas sanguin ultérieur, l’insecte inoculant chez son nouvel hôte la 
charge infectieuse ingérée chez le précédent (Foil et Gorham, 2000). Cette transmission retardée 
a pour conséquence épidémiologique de permettre la transmission d’agents pathogènes entre 
troupeaux. 
 Le rôle de vecteur mécanique des stomoxes dans la transmission d’agents pathogènes 
implique une importance de ces parasites qui dépasse leur seul effet direct sur l’hôte. Stomoxys 
calcitrans peut transmettre différents virus tels que le virus de l’anémie infectieuse équine ou 
le virus West Nile. Il est également responsable de la transmission de bactéries, notamment 
Bacillus anthracis, bactérie provoquant la maladie du charbon, lui valant son nom (« calci-
trans » signifiant « qui transmet le charbon »). Stomoxys calcitrans est également vecteur de 
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trypanosomes, protozoaires responsables de maladies parasitaires dévastatrices en Afrique et 
pouvant toucher l’Homme (Duvallet et al., 2017), et d’un protozoaire, Besnoitia besnoiti, 
responsable de la besnoitiose bovine, en expansion en France et en Europe.  
 Face à l’ensemble des effets directs et indirects de ce parasite et de leurs conséquences, 
différents axes de lutte sont déployés tels que la lutte mécanique par élimination des gîtes 
larvaires, la lutte biologique par emploi d’espèces parasitoïdes ou encore la lutte chimique par 
l’utilisation de diverses formulations d’insecticides. Mais cette lutte ne peut être pleinement 
efficiente contre des maladies pour lesquelles les modalités de transmission ne sont pas 
actuellement clairement établies, ce qui est le cas par exemple de l’anaplasmose à Anaplasma 
marginale ou de la besnoitiose à Besnoitia besnoiti. La progression dans notre compréhension 
de la capacité de Stomoxys calcitrans à transmettre des agents pathogènes et à interagir avec 
ces derniers ne peut se faire sans l’amélioration de nos connaissances concernant l’anatomie et 
l’histologie de ce parasite.   
 Ainsi, le présent travail se propose de préciser les données anatomiques et histologiques 
actuelles sur Stomoxys calcitrans. Dans un premier temps, une synthèse générale des 
informations disponibles dans la littérature concernant la morphologie, la biologie et 
l’importance de cet insecte en médecine vétérinaire est proposée. Puis, un atlas anatomique et 
histologique est présenté avec une description précise des systèmes, organe par organe, suivie 
d’illustrations originales obtenues par des coupes histologiques conventionnelles de stomoxes 
à l’hémalum-éosine.   
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II) Matériel et méthode 
II.1) Elevage des stomoxes 
Les stomoxes employés pour ce travail proviennent de l’élevage de l’insectarium du 
service de parasitologie de l’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse (ENVT). Cet élevage a 
été mis en place en 2009 à partir d’individus adultes capturés sur le campus de l’ENVT. 
Les adultes sont contenus dans une cage cubique entourée par une toile au maillage très 
fin (Illustration 1). Ils sont nourris à l’aide d’un nourrisseur artificiel à membrane qui vient se 
poser sur la toile du toit de la cage. Du sang de bovin est inséré dans le nourrisseur puis de l’eau 
chaude est envoyée dans la chambre extérieure de ce dernier. L’eau circule en continu de telle 
sorte que le sang atteigne une température proche de la température corporelle des animaux que 
viennent piquer les stomoxes (soit environ 38°C). Ces derniers vont alors se nourrir en piquant 













Illustration 1 : Cage d'élevage de stomoxes adultes (Illustration originale) 
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Vingt-quatre heures après le repas de sang des adultes, les premiers œufs sont pondus. 
Ils tombent à travers le maillage de la toile du plancher de la cage pour atterrir dans un bac sur 
lequel la cage est posée. Ce bac contient de la vermiculite, du terreau et de l’herbe stérilisée, 
environnement favorable à la ponte permettant également de la stimuler. Entre ce bac et la cage 
est installé un tissu noir plastifié permettant de récupérer les œufs, et dont la couleur est 
également attractive pour les femelles 
Une fois récupérés, les œufs sont déposés dans un bac larvaire qui contient de la 
vermiculite et du terreau constituant l’environnement favorable à l’évolution des larves 
(Illustration 3). En 24h les premières larves L1 éclosent. Un aliment spécifique est distribué aux 
larves quotidiennement. Il faut en moyenne 8-9 jours pour observer des pupes suite à la 
succession de l’ensemble des stades larvaires (Illustration 4). Les pupes mettent ensuite environ 
une semaine avant de se métamorphoser en imagos qui a leur tour seront aspirés pour ensuite 




Illustration 2 : Gorgement des stomoxes adultes sur le nourrisseur à membrane (Illustration originale) 








L’ensemble du cycle de l’œuf à l’adulte dure environ une quinzaine de jours. La 
température de la salle de l’élevage est de 22°C ± 2°C et le taux d’humidité et de 40% environ 
(des bacs d’eau sont installés en hiver pour adapter la valeur de l’humidité ambiante). Les 
imagos utilisés pour les coupes histologiques ont été placés, après aspiration des cages 
d’adultes, directement dans le fixateur afin d’affecter au minimum les tissus et organes, en vue 
de leur préparation histologique. Les adultes employés pour la réalisation des photographies 
macroscopiques ont été tués par congélation. Que cela soit pour les coupes histologiques ou 





Illustration 4 : Pupes au sein du milieu permettant leur croissance  
(Illustration originale) 
Illustration 3 : Bac larvaire (Illustration originale) 
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II.2) Préparation histologique des stomoxes 
 Le tégument fortement chitinisé des insectes représente l’obstacle majeur à la réalisation 
de coupes histologiques de ces organismes. En effet, l’utilisation de protocoles histologiques 
standards ne permet pas de ramollir suffisamment l’exosquelette : les coupes obtenues sont 
déchiquetées, froissées et inexploitables. C’est pourquoi nous avons recherché le protocole 
permettant d’obtenir des coupes conservant au maximum la structure des organes en modifiant 
certains fixateurs, ainsi que la durée de certains bains. 
Nous avons d’abord essayé l’association du formol 10% (VWR) en tant que fixateur 
avec deux bains de butanol : les coupes obtenues se déchiraient trop (en suivant le protocole 
utilisé par Barbarray (2019) pour la préparation histologique de puces). Nous avons alors 
remplacé le formol par du liquide de Bouin (75% d’une solution aqueuse saturée en acide 
picrique, 20% de formaldéhyde stabilisé à 4%, 5% d’acide acétique Normapur, VWR) en 
augmentant légèrement l’épaisseur des coupes : une légère amélioration fut observée mais 
certaines coupes demeuraient trop déchiquetées. La dernière association que nous avons tentée 
fut plus fructueuse : du liquide de Bouin fut utilisé comme fixateur et les bains au butanol furent 
remplacés par des bains au toluène. La différence de qualité des coupes fut incontestable : sans 
avoir de coupe sagittale complète, des systèmes internes entiers étaient conservés ainsi que la 
forme globale de l’insecte. Le tégument ne se déchirait plus et il a été possible d’observer des 
structures qui étaient totalement détruites sur les préparations précédentes. L’immense majorité 
des Illustrations de la partie « IV) Systèmes » ont été obtenue avec les coupes issues de ce 
troisième protocole.  
La préparation histologique suit un enchainement standardisé d’étapes, mais au sein 
duquel des modifications peuvent être apportées (réactif, durée des bains …) afin d’optimiser 
le résultat final. Les étapes que nous avons retenues pour la préparation histologique des 
stomoxes sont les suivantes : 
Fixation  
Les stomoxes sont déposés dans un pot contenant du liquide de Bouin et y sont laissés 
pendant 3 jours. Puis ils sont retirés du fixateur et insérés dans des cassettes d’inclusion 
Macrostar VWR et remis sous fixateur en attendant le passage à l’automate de déshydratation.  
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Déshydratation 
Les cassettes contenant les stomoxes sont insérées dans l’automate de déshydratation 
Micron HPM 110 pendant 15h en passant par différents bains successifs: 
- 1 h dans le liquide de Bouin  
- 30 min dans l’eau  
- 1 h dans l’éthanol à 80°  
- 1 h dans l’éthanol à 95°  
- 1 h dans l’éthanol à 95°  
- 1 h dans l’éthanol à 95°  
- 1 h dans l’éthanol absolu  
- 1 h 30 dans l’éthanol absolu  
- 1 h 30 dans le toluène 
- 1 h 30 dans le toluène 
- 2 h dans la paraffine  
- 2 h dans la paraffine  
 
Enrobage en paraffine 
L’enrobage est effectué manuellement à l’aide de la station d’enrobage Leica E6 1160 
(Illustration 5). De la paraffine liquide à 62° est insérée dans un moule en étain puis la cassette 
contenant les stomoxes est remise par-dessus de telle sorte que la paraffine se solidifie entre le 
fond du moule et le fond de la cassette qui contient la pièce d’intérêt. Après 15-20 minutes de 
séchage sur une plaque froide à -3°C, le bloc de paraffine solidifié peut être démoulé. Les 
éléments disposés au fond de la casette sont ceux qui apparaissent en surface de ce bloc et ceux 
que l’on observera en coupe histologique (Illustration 6). Les bords de la cassette sont rabotés 









Illustration 5 : Station d’enrobage Leica E6 1160 (Illustration originale) 
Illustration 6 : Stomoxes pris dans un bloc de paraffine solidifié (Illustration originale) 
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Découpe au microtome 
A l’aide du microtome HM 330 Microm (Illustration 7), une première étape de 
dégrossissement du bloc est réalisée en réglant la coupe sur une épaisseur de 20 µm. Une fois 
dégrossi, le bloc obtenu est placé 15 minutes au congélateur. Passé ce délai, les coupes 
définitives d’une épaisseur de 3 µm sont effectuées sous forme de rubans déposés 
immédiatement à la surface d’un bain-marie à 38°C. Une lame électrostatique est passée au-

















Illustration 7 : Microtome HM 325 Microm (Illustration originale) 














Les lames sont déposées sur un porte-lame, puis elles sont mises à l’étude durant ¾ 
d’heure à 1h. Une fois ce temps écoulé, elles sont placées sous une hotte avant la coloration. 
Coloration à l’hémalum-éosine 
Cette ultime étape consiste de nouveau en un enchainement de bains successifs afin de 
déparaffiner, réhydrater et colorer la coupe histologique : 
- Déparaffinage 
o 5 minutes dans le toluène 
- Réhydratation 
o 5 minutes dans l’éthanol absolu 
o 5 minutes dans l’éthanol à 95° 
o 5 minutes sous eau du robinet 
o Lame épongée en la tapotant délicatement sur un papier absorbant 
 
Illustration 8 : Coupe fixée sur lame électrostatique (Illustration originale) 
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- Coloration et montage 
o 3 minutes dans l’hémalum de Mayer réactif de RAL 
o Rinçage à l’eau, ajout de 3 gouttes d’ammoniaque et rinçage à l’eau de nouveau 
o 20 secondes dans l’éosine (1 g d’éosine jaunâtre, 1 gr d’érythrosine, 100 ml 
d’eau distillée) 
o Rinçage à l’eau 
o 20 secondes dans l’éthanol à 95° 
o 20 secondes dans l’éthanol absolu 
o 20 secondes dans le toluène 
o Montage de la lamelle avec le baume de montage 
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III) Synthèse bibliographique  
Cette partie a pour vocation de présenter une synthèse concise des données 
bibliographiques concernant la systématique, la morphologie générale, les éléments principaux 
de physiologie et enfin l’importance de Stomoxys calcitrans en médecine vétérinaire. Ces 
informations permettront par la suite de mieux comprendre la structure de certains appareils en 
relation avec la biologie de cet insecte. 
 
 III.1) Systématique 
La position systématique sera abordée selon la nomenclature décrite par Linné 1758. 
Règne : Animal 
- Eucaryote : cellule avec un noyau 
- Métazoaire : organisme pluricellulaire complexe dont les cellules sont regroupées en 
organes 
- Hétérotrophe : production de matière organique à partir de la matière d’autres 
organismes 
Embranchement : Arthropode  
Les arthropodes regroupent actuellement environ deux millions d’espèces soit 80-85% 
du règne animal (Duvallet et al., 2017) 
- Triblastiques : développement embryonnaire à partir des trois feuillets originaux à 
savoir l’ectoderme, le mésoderme et l’endoderme 
- Cœlomates : développement du mésoderme menant à une cavité appelée cœlome 
- Protostomiens : invagination blastoporale du côté dorsale, ce qui donnera l’orifice 
buccal 
- Hyponeurien : position ventrale du système nerveux par rapport au système digestif 
- Métamérisés : le corps possède une symétrie bilatérale et se compose de segments 
(appelés aussi métamères ou somite), initialement tous semblables puis qui acquièrent 
une spécialisation fonctionnelle 
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- Appendices articulés : d’où le nom d’Arthropode (du grec arthron, signifiant 
« articulation «  et podos signifiant « pied »)  
- Cuticule : tégument externe rigide dont le constituant primaire est la chitine, elle a un 
rôle d’exosquelette. Ceci impose une croissance par mues successives. 
(Dajoz, 2010 ; Louryan, Vanmuylder, 2017 ; Roth, 1974 ; Duvallet et al., 2017) 
Sous-embranchement : Mandibulate 
 On distingue au moins une paire de mandibules, d’antennes et une paire de maxilles 
(Duvallet et al., 2017). 
Classe : Insecte (Illustration 9) 
- Corps formés de trois tagmes (régions de métamères soudés ayant une spécialité 
fonctionnelle) : la tête, le thorax et l’abdomen 
- Une paire d’antenne 
- Trois paires d’appendices locomoteurs fixées au thorax 
- Système de respiration trachéenne 
- Deux paires d’ailes chez l’imago (insecte adulte), une atrophie voire une disparition 
secondaire d’une ou des deux paires d’ailes est possible 
(Duvallet et al., 2017 ; Dajoz, 2010) 
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Sous-classe : Ptérygote 
- Insectes dont l’imago possède normalement deux paires d’ailes insérées sur le 
mésothorax et le métathorax ; celles insérées sur ce dernier peuvent être atrophiées et 
sont alors nommées haltères (c’est le cas chez les Diptères) voire être absentes (c’est le 
cas des Siphonaptères ou des Phtiraptères par exemple). 
- Développement holométabole (larve à la morphologie et au mode de vie très différents 
de l’imago, métamorphose complète obligatoire) ou hétérométabole (formes juvéniles 
semblables aux imagos, et colonisant le même environnement) 
(Engel, 2015) 
Illustration 9 : Stomoxys calcitrans adulte mâle en vue latérale droite (Illustration originale) 
1 = tête ; 2 = thorax ; 3 = abdomen ; 4 = antenne aristée ; 5 = aile mésothoracique ; 6 = haltère 
(aile métathoracique atrophiée) ; 7 = pattes 
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Ordre : Diptère 
Cet ordre seul représente 10% des espèces animales connues et il est estimé 
qu’actuellement seulement 20% à 40% des espèces de Diptères sont connues et décrites. C’est 
également le groupe d’insectes le plus important en médecine humaine comme en médecine 
vétérinaire, en raison du grand nombre d’agents pathogènes qu’ils peuvent transmettre 
(Duvallet et al., 2017). Voici les principales caractéristiques morphologiques et biologiques des 
Diptères : 
- Une seule paire d’aile portée par un mésothorax très développé (d’où le nom « Diptère » 
soit « deux ailes ») 
- Les ailes métathoraciques sont atrophiées et transformées en haltères, servant à 
l’équilibration du vol  
- Développement holométabole ; avec des larves eucéphales, hémicéphales ou acéphales 
- Pièces buccales de types suceur ou piqueur (parfois atrophiées et non fonctionnelles) 
- Des nymphes libres avec tégument mince et mobile ou alors encloses dans un puparium 
avec un tégument dur et immobile 
- Le tarse (segment terminal d’une patte) composé de 5 articles 
( Roth, 1974 ; Dajoz, 2010 ; Duvallet et al., 2017) 
Sous-ordre : Brachycère 
- Antennes courtes formées de trois articles dont le dernier peut être divisé en 2 à 8 
éléments 
- Corps trapu de type mouche 
- Palpes maxillaires courts réduits à deux articles maximum 
- Le mode d’ouverture nymphale définit deux sections : en T sur le tégument de la 
nymphe chez les Orthorraphes, en demi-cercle sur le puparium chez les Cyclorraphes 
(Roth, 1974 ; Duvallet et al., 2017) 
Section : Cyclorraphe 
- Le troisième article des antennes porte une arista (soie sensorielle) 
- Palpe maxillaire d’un seul article 
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- Présence d’une lunule et d’une suture frontale 
- Larves acéphales, trois stades larvaires 
- Déhiscence circulaire du tégument nymphal 
Famille : Muscidé 
Cette famille inclut plus de 5000 espèces et 200 genres (Haseyama et al., 2015). 
- Adultes au corps trapu de couleur terne 
- Appareil buccal de type lécheur ou piqueur sans mandibule ni mâchoire 
- Pièces buccales de l’asticot formant des crochets 
- Antenne à arista velue sur toute la longueur 
- Calyptères (cuillerons qui cachent les balanciers) bien développés 
- Veine A1 n’atteint pas le rebord de l’aile 
Sous-famille, Tribu : Musciné, Stomoxyini 
 Cette tribu contient dix genres (dont les genres Stomoxys, Haematobia et 
Haematobosca) et 51 espèces. 
- Ailes formant un angle aigu au repos et l’extrémité de la première cellule postérieure 
est rétrécie  
- Reproduction de type ovipare 
- Appareil buccal complexe : trompe piqueuse rigide formée d’un labium cornée et 
contenant deux stylets, le labrum et l’hypopharynx, et latéralement une paire de palpes 
maxillaires 
(Salem, 2012) 
Genre : Stomoxys 
Le genre Stomoxys comprend 18 espèces (Zumpt, 1973). Toutes sont des insectes 
hématophages dont certains sont considérés comme de véritables fléaux économiques pour la 
production animale. Ces espèces sont communément appelées « stomoxes ».  
- Arista velue en face dorsale uniquement 
- Thorax présentant quatre bandes longitudinales noires 
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- Ailes plus longues que l’abdomen, de couleur claire et non croisées au repos 
- Palpes maxillaires plus courts que la trompe 
Espèce : Stomoxys calcitrans (Linnaeus, 1758) 
Stomoxys calcitrans est l’unique espèce de stomoxe à être cosmopolite. Les 17 autres 
espèces sont toutes tropicales et se répartissent comme suit (Salem, 2012) : 12 espèces 
africaines (S. niger, S. varipes, S. ochrosomus, S. inornatus, S. boueti, S. transvittatus, S. 
pallidus, S. luteolus, S. xanthomelas, S. omega, S. stigma, S. taeniatus), 4 espèces asiatiques (S. 
indicus, S. uruma, S. bengalensis, S. pullus), 1 espèce afro-asiatique (S.sitiens). Stomoxys 
calcitrans est plus connu sous le nom de « mouche des étables » (stable fly en anglais) ou 
« mouche charbonneuse » : en effet, le nom « calci-trans » signifie « qui transmet le charbon » 
en raison du rôle de l’insecte dans la transmission de Bacillus anthracis, bactérie responsable 
de l’anthrax (cf III.4.2) (Duvallet et al., 2017). 
- Longueur allant en moyenne de 5 à 8 mm 
- Thorax avec 4 bandes sombres longitudinales 
- Palpes maxillaires plus courts chez Stomoxys calcitrans que chez S.niger 
- Index frontal deux fois plus grand pour Stomoxys calcitrans que pour S.niger 
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 III.2) Morphologie générale 
 La description de cette partie a pour objectif de décrire les principaux éléments de 
morphologie permettant l’identification de Stomoxys calcitrans, aidant notamment à le 
différencier des autres espèces de Stomoxynés. Les détails anatomiques seront envisagés dans 
la partie « IV) Système ». 
  III.2.1) Morphologie de l’imago 
 L’aspect macroscopique de Stomoxys calcitrans au stade imago est celui d’une mouche 
grisâtre, dont la taille varie entre 4 et 7 mm de longueur (Zumpt, 1973), ressemblant à la mouche 
domestique Musca domestica. Néanmoins, la différence se fait aisément par l’observation des 
pièces buccales : le proboscis (appareil piqueur rigide) dépasse largement à l’avant de la tête 
tandis que l’appareil buccal de type lécheur de Musca domestica est rétracté sous la tête 










Illustration 10 : Comparaison de Stomoxys calcitrans (à droite) et Musca 
domestica (à gauche) en vue dorsale (Illustration originale) 























Illustration 11 : Comparaison entre Musca domestica (en haut) et Stomoxys 
calcitrans (en bas) et en vue latérale droite (Illustration originale) 
Illustration 12 : Comparaison des têtes de Stomoxys calcitrans (à gauche) et 
de Musca domestica (à droite) en vue de face (Illustration originale) 
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Actuellement, le mode de piqûre de Stomoxys calcitrans n’a pas été clairement établi. 
Il semblerait qu’au moment du prélèvement sanguin les pièces buccales créent une plaie cutanée 
(Kettle, 1995). En raison de la taille du proboscis et des différents éléments qui le composent 
(cf IV.3) le prélèvement est sûrement intermédiaire entre telmophagie et solénophagie. 
Les pièces buccales permettent également de distinguer Stomoxys calcitrans d’autres 
espèces de Stomoxynés comme Haematobosca stimulans ou Haematobia irritans : les palpes 
maxillaires mesurent un tiers de la longueur du proboscis à la différence des genres 
Haematobosca et Haematobia pour lesquels les longueurs sont égales entre ces deux organes 




Illustration 13 : Comparaison des têtes de Stomoxys calcitrans (à gauche) et de Musca domestica (à droite) 
en vue latérale droite (Illustration originale) 
Cette vue permet de bien observer la différence de longueur et de conformation des pièces buccales, piqueuses 
chez Stomoxys calcitrans, et lécheuses, chez Musca domestica. 
 













Le dimorphisme sexuel peut être observé macroscopiquement au niveau de 
l’espacement des deux grands yeux composés : celui-ci est supérieur chez les femelles 
(Illustration 14) (Zumpt, 1973 ; Masmeatathip et al., 2006 ; Salem, 2012). Le sexage peut 
également se réaliser par le calcul de l’index frontal : il s’agit du rapport entre la largeur de 
l’espace interoculaire au vertex (sommet de la tête) et la plus grande longueur de l’œil composé. 
L’index frontal est alors inférieur pour les mâles que pour les femelles, respectivement 0.33 ± 
0.03 mm contre 0.55 ± 0.04 mm (Figure 2) (Masmeatathip et al., 2006).  
 
 
Figure 1 : Différenciation des têtes de Stomoxynés (Zumpt, 1973) 
A : Stomoxys calcitrans (Linné,1758), B : Haematobosca stimulans (Meigen, 
1824), C : Haematobia irritans (Linné, 1758), (Zumpt, 1973) 














Illustration 14 : Comparaison des têtes de Stomoxys calcitrans mâle (à gauche) et femelle (à droite) en 
vue de face (Illustration originale) 
Figure 2 : Calcul de l'index frontal (Duvallet et al., 2017) 
EO = largeur de l'espace interoculaire au vertex 
LO = plus grande longueur de l’œil  
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Comme pour l’ensemble des insectes, le thorax de Stomoxys calcitrans est divisé en 
trois segments (de l’avant vers l’arrière) : le prothorax, le mésothorax et le métathorax. Les 
deux paires d’ailes étant portées par le mésothorax et le métathorax, ces deux derniers sont 
parfois regroupés sous l’appellation de ptérothorax. Chaque segment porte chacun une paire de 
pattes et se compose de plusieurs plaques cuticulaires, appelées également sclérites, qui vont 
alors former l’exosquelette : le sternite ou sternum ventralement, le tergite appelé aussi tergum 
dorsalement et les pleurites latéralement (Figure 3). Chacun de ces éléments primaires est 
subdivisé (Illustration 15) (Chapman et al., 2013): 
- Les pleurites thoraciques sont constituées de deux plaques fusionnées par une suture 
pleurale verticale ou oblique : l’épisterne crânialement et l’épimère caudalement 
- Le notum constitue l’ensemble des pièces dorsales thoraciques, il se divise en pronotum, 
mesonotum et metanotum (respectivement tergite du prothorax, mésothorax et 
métathorax). Chaque notum se divise, d’avant en arrière, en trois sclérites : le 
prescutum, le scutum et le scutellum 












Figure 3: Coupe transversale d'un segment thoracique (Chapman et al., 2013) 
Seuls l'exosquelette et certains muscles sont représentés sur cette figure.     
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Le thorax de Stomoxys calcitrans est de couleur grisâtre et porte sur sa face dorsale 









Illustration 16 : Thorax de Stomoxys calcitrans en vue dorsale (Illustration originale) 
Illustration 15 : Thorax de Stomoxys calcitrans en vue latérale droite (Illustration originale) 
1 = stigmate antérieur ; 2 = pronotum ; 3 = mesonotum ; 4 = metanotum ; 5 = suture transverse ; 6 = épimère ; 7 = épisterne ; 
8 = sternopleure ; 9 = hypopleure ; 10 = suture pleurale ; 11 = base aile mésothoracique ; 12 = cuilleron alaire ; 13 = cuilleron 
thoracique ; 14 = haltère ; 15 = coxa 1 ; 16 = coxa 2 ; 17 = coxa 3 
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 Comme l’ensemble des Diptères (cf III.1), Stomoxys calcitrans possède un mésothorax 
surdéveloppé par rapport aux deux autres segments car ce dernier porte l’unique paire d’ailes 
permettant le vol (Roth, 1974). Comme les autres membres de la famille des Muscidés, les ailes 
de Stomoxys calcitrans sont hyalines (Masmeatathip et al., 2006) et l’organisation de leur 
nervation est un des critères de diagnose d’espèce (Illustration 17) (Zumpt, 1973). Lorsque 
l’animal est au repos les ailes se disposent en V majuscule inversé par rapport à l’abdomen 
(Troncy et al., 1989). La première cellule postérieure (R5) est rétrécie à son extrémité distale, 






Illustration 17 : Aile mésothoracique de Stomoxys calcitrans (Illustration originale) 
(R) première cellule basale, (R1) cellule marginale, (R3) cellule submarginale, (R5) première cellule postérieure, 
(M) deuxième cellule basale, (M2) deuxième cellule postérieure ou discale, (r1) premier nervure longitudinale, 
(r2+3) deuxième nervure longitudinale, (r4+5) troisième nervure longitudinale, (m1) quatrième nervure 
longitudinale (media), (r-m) nervure transversale discale. 
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 Les « haltères » ou « balanciers » correspondent à la seconde paire d’ailes atrophiées 
portée par le métathorax (Illustration 18). Ils sont chacun protégés par deux structures 
membraneuses appelées cuillerons (on parle d’insecte « calyptère », lorsque cette membrane 
est présente ; d’insecte « acalyptère » lorsqu’elle est absente) : un cuilleron alaire et un cuilleron 
thoracique. La structure est identique quelle que soit l’espèce de Diptère : un lobe basal rattaché 
au métathorax, une tige et un bouton terminal dont le centre de gravité est constamment placé 
derrière la tige (Illustration 19).  Les haltères possèdent un rôle sensoriel, battant en même 
temps que les ailes à la manière d’un gyroscope, ils permettent de contrôler finement le vol et 
notamment de changer brusquement de trajectoire, ce qui caractérise le vol des Diptères 
(Duvallet et al., 2017). Cette fonction est rendue possible par la présence de nombreuses 
sensilles campaniformes (cf IV.1.2) regroupées par centaines sous forme de plages de 
récepteurs que l’on retrouve dorsalement et ventralement au lobe basal (Figure 4) (Chapman et 
al., 2013).  
  
Illustration 18 : Ailes de Stomoxys calcitrans en vue latérale gauche (Illustration originale) 
1 = haltère ; 2 = cuilleron alaire ; 3 = cuilleron thoracique ; 4 = aile mésothoracique 























Figure 4 : Répartition des groupes de sensilles d'un haltère de Diptère, vue 
dorsale et ventrale (Chapman et al., 2013) 
Illustration 19 : Haltère de Stomoxys calcitrans (Illustration originale) 
1 = bouton terminal ; 2 = tige ; 3 = lobe basal 
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Les pattes sont de couleur sombre et sont constituées de cinq articles : la coxa, le 
trochanter, le fémur, le tibia et le tarse lui-même composé de cinq articles et pouvant avoir une 
teinte plus pâle voire jaunâtre à sa base (Illustration 20) (Masmeatathip et al., 2006). A 
l’extrémité des pattes se trouvent deux griffes latérales encadrant deux pulvilles couvertes de 
soies adhésives, l’ensemble permettant l’adhésion du stomoxe à tout type de support et dans 
n’importe quelle orientation. Au centre de ce complexe se trouve une unique soie sensorielle 

















Illustration 20 : Patte de Stomoxys calcitrans (Illustration originale) 
1 = coxa ; 2 = trochanter ; 3 = fémur ; 4 = tibia ; 5 = tarse 














L’abdomen est plus large que long et se divise en 2 parties : le pré-abdomen et le post-
abdomen. Le pré-abdomen est composé de quatre segments mais en réalité les tergites I et II 
sont fusionnés en un tergite de ce fait appelé tergite I+II. A l’opposé, les sternites 
correspondants sont dissociés. On a donc quatre segments avec quatre tergites mais cinq 
sternites.  Le post-abdomen porte l’appareil reproducteur. L’abdomen est composé de tergites 
et sternites mais ne possède pas de pleurite ; en effet les plaques cuticulaires dorsales et 
ventrales sont reliées entre elles par une fine membrane tissulaire qui permettra à l’abdomen de 
se distendre fortement lors du repas sanguin notamment au niveau ventral. Les second et 
troisième segments présentent un point sombre médial et deux points sombres latéraux 
(Illustration 22) (Zumpt, 1973 ; Masmeatathip et al., 2006). Cette disposition des tâches en 
damier permet de distinguer Stomoxys calcitrans d’autres espèces de Stomoxynés.  
 
 
Illustration 21 : Extrémité de patte de Stomoxys calcitrans (Illustration 
originale et modifiée d'après Grasset, 1951) 
1 = pulville ; 2 = griffe ; 3 = empodium 








Le sexage peut également se faire par observation macroscopique des organes 
reproducteurs, notamment après le repas sanguin. Lorsque les stomoxes n’ont pas pris encore 
de repas sanguin, le post-abdomen est « au repos », il est alors encapuchonné dans le pré-
abdomen et de ce fait l’appareil reproducteur est très difficilement observable. Mais une fois 
l’abdomen distendu par le repas de sang, le post-abdomen s’étire, sort du pré-abdomen et 
devient alors observable. Le mâle possède un appareil reproducteur appelé hypopygium qui 
présente un organe d’intromission nommé aedeagus partiellement enfermé dans la poche 
génitale au repos (Illustrations 23 et Figure 5).  L’extrémité distale de l’abdomen de la femelle 
est plus pointue, l’appareil reproducteur est un ovipositeur tubulaire télescopique appelé 
oviscapte (Zumpt, 1973). Au repos il est seulement possible d’en voir l’extrémité mais une fois 




Illustration 1 : Abdomen de Stomoxys calcitrans en vue dorsale (Illustration originale) Il ustration 22 :   t    r l  ( ll t ti  i i l













Figure 5: Hypopygium de Stomoxys calcitrans mâle (Masmeatathip et al, 2006) 
Illustration 23 : Vue ventrale de l'appareil génital de Stomoxys calcitrans mâle au 
repos (Illustration originale) 
1 = 5ème sternite ; 2 = 6 ème tergite ; 3 = 7 ème tergite ; 4 = fente anale ; 5 = cerque 































Illustration 24 : Comparaison de l'appareil reproducteur femelle de Stomoxys calcitrans entre 
une femelle gorgée (au-dessus) et une femelle non gorgée (en-dessous) (Illustration originale) 
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III.2.2) Morphologie des stades pré-imaginaux 
Les femelles sont ovipares. Les œufs émis sont blancs, mesurent entre 0.9-1.0 mm de 
longueur pour 0.3 mm de largeur. De forme allongée, ils sont convexes en face ventrale mais 
légèrement concaves en face dorsale avec deux côtes longitudinales qui correspondront aux 









 Les larves de Stomoxys calcitrans ont une forme typique d’asticot. Trois stades larvaires 
se succèdent après chaque mue : la larve L1 est translucide et mesure 1.5-2.5 mm de long, la 
larve L2 est de couleur blanc crème et mesure 2.6-4.4 mm de long et enfin la larve L3 peut être 
jaune pâle à blanc crème pour une longueur de 4.8-12 mm (Skidmore, 1985 ; Meyer et al., 
1991 ; Salem, 2012). Acéphales et de forme cylindrique, elles sont constituées de 12 segments. 
Elles ne possèdent pas d’yeux mais une paire de petites antennes ressemblant à des papilles. 
L’appareil buccal est peu développé, il comporte notamment une paire de crochets qui permet 
à la larve de se déplacer en s’accrochant au sol. Les deux premiers segments n’ont pas de 
capsule sclérifiée, ils sont donc supportés par un système interne : un squelette céphalopharyngé 
sclérifié noir qui peut être visible à travers le tégument (Mullen et Durden, 2009). Le thorax est 
apode mais possède une paire de stigmates latéraux pro-thoraciques digités pour les stades L2 
et L3 (Salem, 2012). L’abdomen est constitué de huit segments portant des rangées 
transversales d’épines (Mullen et Durden, 2009). L’extrémité postérieure porte deux plaques 
stigmatiques qui permettent les échanges gazeux et qui sont marquées d’une cicatrice de la mue 
Figure 6: Œufs de Stomoxys calcitrans, avant (A) et après (B) éclosion (Salem, 2012) 
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précédente. Ces plaques constituent un critère de diagnose d’espèce des larves de Muscidés 
(Figure 7) (Zumpt, 1973 ; Moon, 2002). 
 
La pupe représente le dernier stade pré-imaginal. Elle est formée par l’exuvie de L3 
et  renferme la nymphe qui se transformera en imago. De forme semblable à celle d’un 
tonnelet dur et résistant, on peut observer la conservation de la segmentation larvaire. Elle 
a une longueur d’environ 6 mm pour un peu moins de 2 mm de largeur (Salem, 2012). Sa 
couleur varie au cours du développement passant de blanc crème à marron foncé (Figure 8) 







Figure 7: Plaques stigmatiques de larves L3 de six espèces de Muscidés (Skidmore, 1985) 
A) Musca autumnalis, (B) Stomoxys calcitrans, (C) Haematobia irritans, (D) Muscina stabulans, 
(E) Hydrotaea ignava (F) Hydrotaea sp. Chaque barre noire mesure 0,2 mm (Skidmore, 1985) 
 
Figure 8: Pupe de Stomoxys calcitrans en vue dorsale (Salem, 2012) 
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III.3) Eléments de biologie 
  III.3.1) Cycle évolutif 
 Le cycle de développement de Stomoxys calcitrans se compose de 6 stades (Figure 9) : 
l’œuf, trois stades larvaires (L1, L2, L3), la nymphe (renfermée dans la pupe) et l’adulte ou 
imago. Certaines étapes sont fortement impactées par la température et l’humidité ce qui 
conditionnera la durée globale du cycle (Sutherland, 1979 ; Foil et Hogsette, 1994 ; Lysyk, 
1998 ; Gilles et al., 2005b). 
 L’accouplement peut avoir lieu en plein vol mais également lorsque les femelles sont 
au repos, il dure en moyenne 5 minutes. Il est plus fréquent lorsque les deux sexes sont âgés de 
4 à 5 jours (Salem, 2012 ; Duvallet et al., 2017). Un mâle peut féconder plusieurs femelles mais 
une femelle ne peut s’accoupler qu’avec un seul mâle. Le mâle doit avoir consommé au moins 
un repas de sang avant de pouvoir féconder alors que la femelle a besoin d’au moins trois repas 
de sang pour accéder à la maturation de la première ponte (Anderson, 1978). En effet, cinq à 
six follicules ovariens se développent en continu mais à des stades différents : lorsque le 
premier follicule a achevé son développement au stade V, le second se trouve au stade III et le 
troisième au stade II. Chaque repas de sang permet ainsi d’augmenter d’un degré le 
développement de la première série d’œufs et de follicules, ceci expliquant pourquoi la femelle 
doit consommer plus de repas que le mâle (Foil et Hogsette, 1994). La ponte dure environ 20 
jours et est maximale à 8 jours. Une femelle pourra pondre en tout 700-800 œufs durant sa vie, 
par lots de 25 à 50 œufs (Foil et Hogsette, 1994 ; Lysyk, 1998).  
 La fécondité des femelles est fonction de la température : à 15°C on observe un total de 
moins de 30 œufs pondus en tout sur l’ensemble des pontes alors que ce chiffre est supérieur à 
700 œufs pour une température de 25.3°C (Lysyk, 1998). La durée de pré-oviposition (durée 
entre le repas de sang et la ponte) est inversement proportionnelle à la température : Sutherland 
(1979) a montré qu’elle dure 4.3 jours à 30°C contre 11.7 jours à 20°C et il n’y a pas de ponte 
observée pour des températures inférieures à 15°C et supérieures à 40°C. La température 
optimale pour la durée de pré-oviposition semble être de 25°C selon Gilles et al., (2005a).  
 
 














Les sites de pontes et de développement larvaire sont de nature variable. Ceux 
privilégiés par les femelles de Stomoxys calcitrans sont généralement constitués de matière 
organique végétale en décomposition éventuellement associée aux déjections d’animaux : 
fumier, herbes, autres végétaux coupés, balles de foin stockées dans les champs. A l’inverse, 
les déjections pures d’animaux sont moins attractives (Zumpt, 1973 ; Meyer et al., 1991; Foil 
et Hogsette, 1994 ; Lysyk, 1998). Le milieu choisi doit être friable, poreux, avec un fort taux 
d’humidité et une température comprise entre 15 et 30°C afin d’être optimal pour le 
développement larvaire (Hafez et Gamal-eddin, 1959). Au sein d’un élevage, la présence de 
sites favorables à la ponte des stomoxes est parfois associée à de mauvaises conditions sanitaires 
et une mauvaise gestion de l’élevage (Duvallet et al., 2017).  
 Le choix du lieu de ponte repose sur des facteurs olfactifs : les stomoxes sont attirés par 
le dioxyde de carbone produit par la dégradation microbienne des glucides, lipides et protéines 
contenus dans les fèces (Vale, 1980 ; Mihok et Clausen, 1996). Le crottin de cheval est plus 
Œufs 
1.4 j ± 0.5 
Larves 
9.6 j ± 0.9Nymphe 
8.2 j ± 0.9
Adulte 
2 à 4 sem 
  Figure 9 : Cycle évolutif de Stomoxys calcitrans (Gilles, 2005b ; Salem, 2012)   
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attractif que le fumier, car sa dégradation libère d’avantage de CO2. Plus précisément, il a été 
montré que les femelles sont attirées par des milieux abritant des espèces bactériennes 
spécifiques, telles que Citrobacter freundii, favorisant le développement des larves (Romero et 
al., 2006).  
 Les œufs mettent entre 20 et 80 h pour éclore (Skidmore, 1985) à la température 
optimale de 30°C (Sutherland, 1979). Leur viabilité dépasse 84% entre 10 et 40°C, mais des 
températures supérieures à 45°C sont létales (Sutherland, 1979). L’œuf éclot pour donner une 
larve L1 qui par mues successives passera aux stades L2 puis L3.  
 En phase de croissance les larves sont actives et recherchent des milieux avec une 
humidité proche de la saturation et des températures comprises entre 15 et 30°C (Hafez et 
Gamal-eddin, 1959 ; Berry et al., 1978). Elles sont particulièrement attirées par l’odeur des 
déjections de cheval, de bovin et de certains produits (ammoniaque, éthylamine, 
triméthylamine, acétone). La mue pour le passage de L1 à L2 dure moins de 24 heures et celle 
pour le passage de L2 à L3 prend une journée aux conditions optimales. Le stade L3 est celui 
qui a la durée de vie la plus longue : soit 8 jours à 26°C et à 80% d’humidité durant l’été, ou 
plusieurs mois durant l’hiver (Parr, 1959). A l’approche de la pupaison, le tropisme des larves 
change et elles préfèrent les milieux ayant une humidité entre 75 et 83% avec une température 
comprise entre 15 et 25°C (Hafez et Gamal-eddin, 1959). Les larves L3 s’immobilisent alors 
sous la matière organique en décomposition dans le sol humide et se tassent sur elles-mêmes. 
Le tégument se durcit formant l’enveloppe protectrice appelée puparium.  
 Ce puparium contient la nymphe qui va évoluer en imago pendant environ plusieurs 
jours avant de sortir par une ouverture circulaire comme tous les membres de la section des 
Cyclorraphes. La durée moyenne de ce stade varie entre 6 et 26 jours selon la température 
(Meyer et al., 1991) et la durée de vie optimale s’observe pour des température entre 20 et 30°C 
(Sutherland, 1979). Ce stade est soumis à une rude compétition concernant l’accès au milieu 
propice à son développement qui est commun à celui d’autres Muscidés et même à certains 
membres de l’ordre des Coléoptères ou Hémiptères. Une certaine part de mortalité est 
également due à la présence de prédateurs spécifiques comme les acariens de la famille des 
Macrochélidés (Macrocheles muscaedomestica) ou encore à des parasites comme les 
Nématodes de la famille des Mermithidés (Smith et al., 1989 ; Salem, 2012).  
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 La durée de vie des imagos est également fonction de la température : elle est maximale 
entre 20 et 30°C comme pour les pupes (Sutherland, 1979). Au bilan de ce cycle, la durée 
moyenne pour passer du stade œuf au stade imago est inversement proportionnelle à la 
température et nécessite 60 jours à 15°C contre 12 jours à 30°C, la durée minimale étant 
observée pour 31°C (Figure 10) (Sutherland, 1979 ; Lysyk, 1998 ; Gilles et al., 2005b). 
 
 
La diapause se définit comme un arrêt temporaire du développement en réponse à une 
modification des stimuli environnementaux (photopériode, température, humidité…) et se 
traduit biologiquement par une modification hormonale réduisant l’activité métabolique 
générale. La diapause permet à l’insecte d’arrêter son cycle pour survivre à des conditions 
défavorables ; elle est levée lorsque les conditions du milieu sont de nouveau plus propices. La 
diapause hivernale, fréquente chez de nombreux insectes, ne semble pas être présente chez 
Stomoxys calcitrans qui est capable de passer l’hiver à tous les stades (Berry et al., 1978). Le 
cycle s’allonge alors et les différentes formes recherchent les milieux permettant d’échapper 
aux basses températures (mélange d’excréments, urines, litière, fourrage) ; il n’y a donc pas de 
réelle diapause hivernale (Lysyk, 1998). 
 
Figure 10 : Durée du cycle complet de Stomoxys calcitrans en fonction de la températures (Gilles et al., 2005b) 
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  III.3.2) Activité trophique 
 Les stomoxes sont des parasites hématophages temporaires, c’est-à-dire qu’ils viennent 
se poser sur leur hôte uniquement pour prendre un repas de sang ; ils se dispersent ensuite dans 
leur milieu. Les adultes se nourrissent également de nectar et de pollen, assurant l’apport 
énergétique nécessaire au vol (Foil et Hogsette, 1994). Les imagos se nourrissant de sucre 
voient leur durée de vie multipliée par cinq comparé à ceux qui ont uniquement de l’eau à 
disposition (Jones et al., 1992).  
 Les stomoxes prennent environ un repas de sang par jour mais peuvent être amenés à se 
gorger deux fois en fonction de la température (Berry et Campbell, 1985). Le repas est souvent 
interrompu. En effet, la piqûre étant douloureuse les mouvements de l’hôte obligent le stomoxe 
à quitter sa position ; en raison de leur caractère harcelant, les stomoxes vont chercher à terminer 
leur repas de sang, qui se fera sur le même hôte, ou sur un hôte à proximité immédiate du 
premier. Cela favorise donc la transmission mécanique d’agents pathogènes (Zumpt, 1973). Le 
premier repas de sang peut avoir lieu dans les premières heures qui suivent l’émergence de 
l’imago, environ 70% des adultes se gorgent dans les vingt-quatre premières heures de vie 
(Skidmore, 1985 ; Salem, 2012). La durée d’un repas complet varie entre 2 et 30 minutes en 
fonction de la température : il serait de 7 minutes à 30°C et de 15 minutes à 21°C (Hafez et 
Gamal-eddin, 1959 ; Lysyk, 1998). Salem (2012) montre que le stomoxe ingère 11.1 ± 3.8 mg 
de sang à chaque repas et ceci sans différence significative entre mâles et femelles. 
 La recherche d’hôte se réalise grâce aux sens visuel, olfactif et par un thermotropisme 
excellent. De plus, le sens olfactif est affiné par des chémorécepteurs de contact (Leclercq, 
1971). Le choix de l’animal sur lequel le stomoxe va venir se poser est fonction de la couleur, 
de l’épaisseur du pelage, de la taille, des mouvements et des odeurs (température cutanée, 
transpiration, dioxyde de carbone, odeurs liées à la rumination comme l’acétone, le 1-octen-3-
ol, 3-méthylphénol et d’autres alcools) (Holloway et Phelps, 1991 ; Schofiel et al., 1997 ; 
Duvallet et al., 2017). Les hôtes préférentiels de Stomoxys calcitrans sont de gros mammifères 
tels que les bovidés ou les équidés. Plus précisément, les préférences trophiques par ordre 
décroissant d’intérêt sont : les ânes, les chevaux, les buffles, les vaches, les chameaux, les 
moutons et les chèvres (Hafez et Gamal-eddin, 1959). Mais en conditions extrêmes (pullulation 
de stomoxes mais faible disponibilité d’hôtes préférentiels), il a été observé qu’ils pouvaient 
également s’attaquer aux chiens (notamment en piquant au niveau des oreilles) et à l’Homme 
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(au niveau des chevilles), phénomène observé notamment sur les plages de Floride (Hogsette 
et al., 1981).  
 Sur les gros mammifères, Stomoxys calcitrans va préférentiellement se nourrir sur la 
partie distale des membres, en particulier des membres antérieurs où le pelage est plus fin et les 
vaisseaux sanguins plus proches de la surface cutanée (Figure 11). De plus, ce site d’attaque 
permet d’éviter les réactions de défense de l’animal par rapport aux autres parties du corps 
(mouvements des oreilles, frémissement de la peau, mouvement de queue et de la tête) (Duvallet 
et al., 2017). Mais si le nombre de stomoxes sur un même animal augmente, les sites de piqûre 
vont être plus étendus : par ordre de préférence ils vont attaquer le fanon, la partie supérieure 
des membres, les flancs, le ventre et enfin la partie postérieure (Figure 12) (Hafez et Gamal-
eddin, 1959 ; Lysyk, 1995). 
 
 
   
 
  
Figure 11 : Photographie de Stomoxys calcitrans se 
nourrissant sur la partie distale d'un membre antérieur de 
bovin (d'après P. Jacquiet) 
Figure 12 : Répartition préférentielle de Stomoxys calcitrans pour les 
repas de sang (Figure originale) 
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Une fois encore, la température va être le facteur conditionnant le plus les activités de 
vol et de nourrissage (Berry, Campbell, 1985 ; Lysyk, 1995). Le nombre de stomoxes prenant 
un repas de sang est maximal entre 30 et 32°C et à l’inverse diminue nettement au-delà de 34°C 
puis devient nul au-dessous de 14°C (Hafez et Gamal-eddin, 1959 ; Berry et Campbell, 1985). 
Une température minimale de 10.7°C est nécessaire pour permettre le vol (Lysyk, 1995). L’effet 
de la température va ainsi conditionner deux types d’activités selon le climat : 
- En région tempérée ou durant la saison humide des zones tropicales, Stomoxys 
calcitrans a une activité unimodale avec un seul pic d’activité en début d’après-midi, 
due au fait qu’il ne prenne qu’un seul repas sanguin par jour (Hafez et Gamal-eddin, 
1959 ; Berry et Campbell, 1985) 
 
- En région chaude ou durant la saison sèche des zones tropicales, on observe une activité 
bimodale pour Stomoxys calcitrans et Stomoxys niger niger avec deux pics d’activité, 
un tôt le matin et l’autre en fin d’après-midi (Hafez et Gamal-eddin, 1959 ; Mihok et 
Clausen, 1996). Bien qu’inhabituelle, l’observation de ces deux pics peut s’expliquer de 
plusieurs façons : de mauvaises conditions à la mi-journée sont défavorables à une 
activité unimodale, des températures élevées de jour comme de nuit peuvent entraîner 
deux stimuli conduisant les stomoxes à se nourrir deux fois, enfin un temps défavorable 
peut contraindre une partie de la population à ne pas se nourrir un jour donné, celle-ci 
devant combler le manque par deux repas le jour suivant (Berry et Campbell, 1985). 
 
 Les stomoxes sont capables de parcourir de longues distances pour la prise de repas de 
sang. Ils peuvent parcourir jusqu’à 5 km pour trouver un hôte et certains individus marqués ont 
été retrouvés à plus de 100 km de leur lieu de marquage (Hogsette et al., 1987). 
 En dehors de la période d’activité trophique, Stomoxys calcitrans passe la quasi-totalité 
de son temps sur des supports : murs ensoleillés, fils électriques, poteaux de bâtiments, arbres... 
On peut les retrouver à l’intérieur des bâtiments lorsque le bétail est rentré (Leclercq, 1971). 
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 III.4) Importance et impact en médecine vétérinaire 
  III.4.1) Effets directs et impact économique 
 Les stomoxes ont un comportement harcelant lors de leurs repas de sang, de plus la 
piqûre est très douloureuse car les pièces buccales sont volumineuses et la salive ne contient 
pas de molécules anesthésiques (Cortinas et Jones, 2006). Ce mode d’attaque ainsi que la 
douleur émise par la piqûre vont être responsables des principaux effets directs présentés ci-
dessous (Baldacchino et al., 2013) :  
- Réactions de défense de la part de l’animal (secousses des oreilles, de la queue, 
contraction des muscles peauciers …), entrainant perte d’énergie et diminution du temps 
passé à s’alimenter 
- Lésions de la peau pouvant se surinfecter 
- Spoliation sanguine 
- Augmentation du stress 
- Effet immunosuppressif de la salive 
 
Le tout entrainant de lourdes pertes de production et donc des pertes économiques 
importantes pour l’éleveur. 
 
 En effet, La baisse de production laitière est impactée en quantité et en qualité : il est 
observé une diminution de 140 kg de lait par lactation soit 40 dollars de moins par an (Taylor 
et al., 2012) ainsi qu’une diminution de 0.65% du taux butyreux par vache, induite par un seul 
stomoxe ; cette baisse subsistant des semaines voire des mois après la période de pullulation 
des stomoxes (Berry et Campbell, 1985).  
 
 L’impact sur la production de viande se retrouve au niveau du gain moyen quotidien 
(GMQ). Campbell et al. (1977) a établi une relation entre le nombre de stomoxes harcelant une 
génisse et la diminution du GMQ : durant 100 jours, une génisse soumise à une infestation de 
50 stomoxes/jour présente une réduction de 13.2% de son GMQ. Si l’infestation s’élève à 100 
stomoxes/jour la réduction atteint 20%. Les données globales de la littérature rapportent des 
pertes de GMQ de l’ordre de 10g à 600g par animal (Campbell et al., 1977 ; Campbell et al., 
1987 ; Berry et Campbell, 1983). Il est économiquement rentable de traiter les animaux à partir 
Page 68 sur 222 
 
de 6 stomoxes par animal, ce calcul prenant en compte le coût du traitement insecticide, la perte 
de GMQ et l’efficacité de la conversion alimentaire (Campbell et al., 1987).  
 
 Ainsi à l’échelle des filières l’impact économique de Stomoxys calcitrans est 
considérable : il a été estimé à 400 millions de dollars par an pour la filière viande bovine 
(Dougherty et al., 1995 ; Taylor et Berkebile, 2006) et à plus d’1 milliard de dollars pour la 
filière lait (Taylor et al., 2012). Entre 2005 et 2009, les pertes sur l’ensemble des secteurs de 
production bovine aux Etats-Unis sont estimées à 2.2 milliards de dollars par an (Taylor et al., 
2012). 
  
 Ces baisses de production sont notamment expliquées par la diminution de prise 
alimentaire car les animaux passent leur temps à essayer de chasser les insectes (Barré, 1981 ; 
Campbell et al., 1987). Ces mouvements supplémentaires entrainent également une dépense 
d’énergie qui de fait n’est pas utilisée pour la production (Baldacchino et al., 2013) : comparés 
à des animaux non soumis à des infestations de stomoxes, Dougherty et al., (1995) ont montré 
que des animaux infestés en moyenne par 100 mouches/jour font par minute 3.3 mouvements 
de tête, 3.7 mouvements d’oreilles, 14 contractions cutanées et 36 mouvements de queue de 
plus que des animaux non infestés. 
Ce harcèlement entraine des modifications physiologiques en lien avec l’augmentation 
du stress : augmentation de la fréquence respiratoire, de la fréquence cardiaque, élévation de la 
cortisolémie et de la température rectale (Schwinghammer et al., 1987).  
Stomoxys calcitrans peut provoquer des lésions cutanées bénignes (plages 
œdémateuses) voire des lésions nécrotiques aussi bien sur la peau des chevaux que des bovins 
ou encore des chiens (Yeruham et Braverman, 1995). Une infection secondaire par les myiases 





Page 69 sur 222 
 
  III.4.2) Effets indirects : rôle de vecteur d’agents pathogène 
Comme énoncé précédemment, les stomoxes sont vecteurs de nombreux agents 
pathogènes. Du fait de leur piqûre douloureuse, les mouvements de défense de l’animal 
contraignent les stomoxes à changer d’hôte au cours d’un même repas ce qui favorise la 
transmission d’agents pathogènes (Zumpt, 1973). 
Ce rôle de vecteur peut-être de deux natures différentes : 
- Vecteur biologique : au sein du vecteur l’agent pathogène réalise soit une partie de son 
cycle (dans le cas d’un parasite) ou se multiplie (virus, bactérie), voire les deux en même 
temps. Ce mode de transmission induit une forte spécificité de l’agent pathogène pour 
son vecteur et nécessite un temps (temps d’incubation extrinsèque) avant que ce dernier 
puisse infecter un autre hôte. 
 
- Vecteur mécanique : le vecteur agit simplement comme une « seringue souillée » entre 
deux hôtes ; l’agent pathogène ne réalise aucune phase de son cycle chez le vecteur et 
ne s’y multiplie pas. Stomoxys calcitrans transmet la majorité des agents pathogènes de 
façon mécanique. La transmission peut être immédiate après le premier repas sanguin 
infectant ; le sang et les agents pathogènes peuvent également être stockés pendant 
quelques temps dans le jabot, avant d’évoluer vers l’intestin moyen. Le sang stocké peut 
être régurgité par la suite lors d’un repas sanguin ultérieur, et un nouvel animal peut être 
ainsi infecté (Foil et Gorham, 2000). Ce mécanisme, non systématique, a une grand 
importance épidémiologique puisque cette modalité de transmission retardée pourrait 
permettre la dissémination inter-troupeaux de certains agents pathogènes ; alors que la 
transmission mécanique « classique », entre individus situés à proximité, ayant lieu lors 
de la complétion d’un repas sanguin venant d’être interrompu permet la dissémination 
au sein du troupeau (Baldacchino et al., 2013). En outre, l’efficacité de transmission 
mécanique d’un agent pathogène dépend de quatre facteurs : le volume de sang prélevé 
par l’arthropode piqueur, la densité de vecteur autour des animaux hôtes, la charge 
infectieuse dans le sang des hôtes et la proportion d’animaux sains ou contaminés dans 
un espace géographique restreint (Baldacchino et al., 2013). 
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 Transmission de virus 
Stomoxys calcitrans peut transmettre le virus de l’anémie infectieuse équine (Foil et al., 
1983). Les Tabanidés sont les vecteurs principaux, et les stomoxes vecteurs secondaires 
(Hawkins et al., 1973; Foil et al., 1983 ;). 
De l’ADN du virus du West Nile a été détecté chez des stomoxes qui se sont nourris sur 
des pélicans blancs d’Amérique. Aucune démonstration ultérieure n’a été réalisée pour 
déterminer leur rôle dans l’épidémiologie de cette maladie infectieuse (Johnson et al., 2010). 
Stomoxys calcitrans interviendrait également dans la transmission du virus de la 
dermatose nodulaire contagieuse (Sohier et al., 2019) et de la peste porcine africaine (Olesen 
et al., 2018). 
Pour d’autres virus, l’étude de la transmission mécanique n’a été investiguée qu’in vitro,  
c’est le cas par exemple pour les virus de l’Herpès bovin, de la Leucose bovine ou de la 
Stomatite vésiculeuse (Baldacchino et al., 2013).  
 Transmission de bactéries 
Les spores de Bacillus anthracis sont responsables de la maladie de l’Anthrax appelée 
aussi Fièvre charbonneuse. Bien que zoonotique, la maladie touche principalement les 
animaux : les herbivores se contaminent en consommant directement les spores au sol ou sur 
les végétaux et les carnivores en consommant leur proie (Baldacchino et al., 2013). Mais il a 
été démontré sur différents modèles animaux (souris, cobayes, moutons et brebis) que Stomoxys 
calcitrans pouvait transmettre la bactérie de l’anthrax (Schuberg et Böing, 1914).  
Pour les bactéries Enterobacter sakazakii et Dermatophilus congolensis la transmission 
naturelle entre animaux par Stomoxys calcitrans a également été prouvée ; pour Erysipelothrix 
rhusiopathia, Pasteurella multocida et Francisella tularensi, la transmission a été démontrée 
in vitro, et enfin pour de nombreuses autres bactéries (Clostridium perfringens, Pasteurella 
multilocida, Brucella abortu …) le potentiel rôle vecteur de Stomoxys calcitrans est uniquement 
suspecté (Baldacchino et al., 2013). 
Au total, l’ADN de 33 espèces de bactéries différentes, telles que Escherichia coli, 
Staphylococcus aureus ou S. intermedius, a été isolé de stomoxes, la plupart des fois au niveau 
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de la cuticule, puis au niveau du tractus digestif et enfin au niveau des pièces buccales (Castro 
et al., 2007).  
Le rôle potentiel des stomoxes dans l’épidémiologie de ces maladies doit être investigué. 
 Transmission de rickettsies 
La bactérie Anaplasma marginale, responsable de l’anaplasmose bovine, est transmise 
et amplifiée par les tiques Rhipicephalus (Boophilus) microplus et Dermacentor andersoni qui 
jouent un rôle de vecteurs biologiques (Foil et Gorham, 2000). Cependant, certains diptères 
hématophages, comme Stomoxys calcitrans, semblent impliqués dans la transmission de ces 
bactéries. Il a cependant été démontré par des essais in vivo que la transmission biologique par 
les tiques reste deux fois plus efficace que la transmission mécanique par les stomoxes (Scoles 
et al., 2005). 
 Transmission de protozoaires 
Les trypanosomes sont des agents majeurs de maladies parasitaires en Afrique, dont la 
transmission s’effectue par les glossines qui jouent le rôle de vecteur biologique. Cependant, la 
possibilité d’une transmission mécanique par les stomoxes a été démontrée pour certaines 
espèces de trypanosome : Trypanosoma vivax, Trypanosoma conglensis, Trypanosoma brucei 
et Trypanosoma evansi. L’importance relative de la transmission mécanique est différente entre 
ces espèces : ainsi ce mode de transmission semble être l’unique voie de dissémination de T. 
evanci et T. vivax en Amérique Latine (Baldacchino et al., 2013). Pour T. evansi, la transmission 
mécanique peut être immédiate, mais également retardée (24, 48 et même 72h), lorsque le 
parasite est vectorisé par les stomoxes, ce qui n’est pas observé chez les Tabanidés 
(Baldacchino et al., 2013). En France métropolitaine en 2006 deux foyers de T. evansi ont été 
identifiés sur des dromadaires importés des îles Canaries ; le parasite fut probablement transmis 
localement par des Tabanidés ou par Stomoxys calcitrans qui étaient très abondant à ce moment-
là (Desquesnes et al., 2008). 
Bien que le cycle complet de Besnoitia besnoiti, agent causal de la besnoitiose bovine, 
ne soit à ce jour pas encore complètement connu, la transmission mécanique par Stomoxys 
calcitrans a été démontrée (Liénard et al., 2013).  
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 Transmission d’helminthes 
Le seul parasite pour lequel Stomoxys calcitrans est un vecteur biologique et hôte 
intermédiaire est Habronema microstoma (Nematoda : Spirurida), agent de l’habronémose 
équine. La mouche Musca domestica est également hôte intermédiaire d’H. microstoma. Au 
stade adulte, ce nématode occupe la lumière du tube digestif des équidés et notamment 
l’estomac. Les larves L1 sont directement émises dans les fèces du cheval et vont être ingérées 
par les larves de stomoxes. Il va alors y avoir un développement conjoint entre le nématode et 
le stomoxe, et la larve L3 d’H. microstoma est présente dans la pupe de Stomoxys calcitrans 
puis au sein de l’imago. Les larves L3 envahissent le labium puis, lorsqu’un stomoxe adulte se 
pose sur les lèvres, nasaux ou près des yeux d’un cheval, elles le quittent activement, se 
retrouvent sur la peau du cheval, puis migrent vers la cavité buccale. Une fois avalées, les larves 
acquerront la maturité sexuelle au bout de deux mues, ce cycle aboutissant à l’habronémose 
imaginale provoquant divers troubles digestifs et généraux. Si des stomoxes infectés se posent 
sur une plaie, les larves L3 quittent à nouveau activement le labium mais vont cette fois-ci 
évoluer localement. Il sera alors observé des lésions de bourgeonnement et de granulation : 
c’est l’habronémose larvaire ou habronémose cutanée aussi appelée « plaie d’été » 
(Baldacchino et al., 2013). 
Le rôle de vecteur mécanique de Stomoxys calcitrans est également suspecté pour 
d’autres nématodes : Dirofilaria repens, Dirofilaria roemeri et Onchocerca gibsoni 
(Baldacchino et al., 2013). 
Les agents pathogènes pour lesquels la transmission par Stomoxys calcitrans est 











Tableau 1 : Agents pathogènes associés aux stomoxes (Baldacchino et al., 2013) 
 
 





Fièvre porcine africaine Afrique, Sardaigne Mécanique 
Fièvre à Virus West Nile Cosmopolite Mécanique 
Fièvre de la Vallée du 
Rift 
Afrique, Moyen-Orient Mécanique 
Dermatose nodulaire 
contagieuse 
Afrique, Moyen-Orient  Mécanique 
Herpès bovin Cosmopolite Mécanique 
Leucose bovine Cosmopolite Mécanique 
Stomatite vésiculeuse Amérique Mécanique 
Bactéries 
Bacillus anthracis Cosmopolite Mécanique 





Amérique du Nord, Europe, 
Afrique du Nord, Moyen-
Orient, Asie 
Mécanique 




Ricketssies Anaplasma marginale Cosmopolite (Tropiques) Mécanique 
Protozoaires 
Trypanosoma evansi 
Amérique du Sud, Afrique 
du Nord, Asie, Europe 
Mécanique 
Trypanosoma vivax Amérique du Sud, Afrique Mécanique 
Trypanosoma brucei Afrique Mécanique 
Trypanosoma congolense Afrique Mécanique 
Besnoitia besnoiti 




Afrique du Nord, Moyen-
Orient, Asie 
Mécanique 
Helminthes Habronema microstoma Cosmopolite Biologique 
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  III.4.3) Moyens de lutte 
La connaissance de la biologie et de l’écologie des stomoxes est primordiale afin de 
mettre en place des méthodes de lutte et de prévention efficaces afin de limiter les effets néfastes 
directs dus à leur pullulation mais également de prévenir la transmission d’agents pathogènes. 
C’est l’association de différentes stratégies de contrôle qui permet une lutte efficace contre 
Stomoxys calcitrans. Ainsi on utilise : des méthodes mécaniques à base de pièges et de gestion 
des lieux de reproduction, des méthodes biologiques avec des parasites des stomoxes et des 
méthodes chimiques avec l’utilisation de différentes molécules (Duvallet et al., 2017). 
 Lutte mécanique 
Cela passe premièrement par des mesures sanitaires visant à contrôler les lieux de 
reproduction des mouches. Afin d’éliminer les gîtes larvaires, une bonne gestion du fumier est 
nécessaire soit en l’éliminant soit en l’empilant régulièrement afin d’obtenir un effet 
biothermique. Il est également possible de recouvrir le tas de fumier avec un film de 
polyéthylène noir, ceci permettant une augmentation de la température et une privation 
d’oxygène qui vont être létales pour les larves (Hogsette et al., 1987 ; Foil et Hogsette, 1994). 
L’élimination régulière des restes de foin et de paille constitue un moyen de lutte sanitaire 
efficace. Il est également possible de brûler ces résidus ou de les déplacer en zones de pâturage 
pour que, une fois mélangés à la bouse, ils se dessèchent plus rapidement (Hogsette et al., 1987).  
Le second point de la lutte mécanique repose sur le piégeage des adultes à la recherche 
d’hôtes pour leur repas de sang. Les stomoxes étant des insectes diurnes, ils sont attirés par les 
radiations ultraviolettes émises par des pièges électriques placés à l’intérieur, comme les 
mouches domestiques. Une fois rentrés en contact avec le fil électrique ils se font électrocuter 
(Weidhaas et Haile, 1978). Toujours en intérieur, des bandes collantes placées sur les murs ou 
suspendues dans les bâtiments permettent de capturer un grand nombre de stomoxes qui passent 
l’essentiel de leur temps posés sur des supports (Taylor et Berkebile, 2006). Des panneaux 
collants en fibre de verre utilisent l’alsynite comme support attractif. Les stomoxes sont attirés 
par les radiations proches de l’ultraviolet émises par l’alsynite (Williams, 1973). 
Le piège Vavoua peut être utilisé en extérieur pour contrôler les populations de 
stomoxes et faire un suivi de leur dynamique saisonnière (Gilles et al., 2007). Inspiré des pièges 
biconique et bipyramidal, il a été employé initialement pour lutter contre les Glossines en 
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Afrique. Le principe de ce piège repose sur l’attraction visuelle pour les Muscidés de la 
réflexion des longueurs d’onde entre 450-550 nm (pic de sensibilité des stomoxes). Il est 
constitué de trois écrans bicolores se coupant à 120° : le bleu phtalogène à l’extérieur (couleur 
la plus attractive pour de nombreux insectes hématophages) et le noir à l’intérieur (favorisant 
la pose des insectes). Au-dessus sont disposés un cône de tulle de moustiquaire et un cône de 
soutien servant de dispositif anti-retour (Figure 13). Le piège Nzi (Figure 14), plus volumineux 
et de forme différente, utilise le même principe d’association de couleur mais il s’avère plus 









Figure 13 : Piège Vavoua (Shukri, 2018) Figure 14 : Piège Nzi (Shukri, 2018) 
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 Lutte biologique 
Dix espèces parasites des pupes de stomoxes ont été identifiées dans différents élevages 
au Danemark, majoritairement des hyménoptères mais également une espèce de coléoptère 
(Skovgård et Jespersen, 1999). De plus, des études conduites aux Etats-Unis et au Danemark 
montrent qu’environ 12 à 20% des pupes récoltées dans la nature sont parasitées, les agents les 
plus fréquemment rencontrés appartenant aux genres Spalangia et Muscidifurax (Foil et 
Hogsette, 1994 ; Skovgård et Jespersen, 1999 ; Romero et al., 2010).  
Un programme d’éradication des hémoparasitoses des bovins (notamment babésiose et 
anaplasmose) fut mis en place à la Réunion en 1994 (programme POSEIDOM : Programme 
d’Options Spécifiques à l’Éloignement et à l’Insularité des Départements français d’Outre-
Mer). Il comprenait également une lutte contre les stomoxes via des lâchers massifs bimensuels 
d’un micro-hyménoptère : Spalangia nigroaenea. Une fois pondu dans la pupe du stomoxe ce 
parasitoïde y devient adulte et se nourrit de la nymphe. Mais ce programme très lourd à mettre 
en place et à maintenir dans le temps a dû être abandonné il y a plusieurs années (Gilles et al., 
2007).  
Outre ces espèces de parasites, la lutte biologique peut également passer par l’utilisation 
de bactéries entomopathogènes comme Bacillus thuringiensis dont les toxines et protoxines ont 
un effet insecticide sur les larves de Musca domestica, Haematobia irritans et Stomoxys 
calcitrans (Lysyk et al., 2012).  
La stérilisation des insectes mâles par radiation gamma ou rayon X, par utilisation de 
substances chimiques stérilisantes ou par modification génétique sont des méthodes de lutte 
visant à diminuer les populations par lâchers dans la nature d’un important nombre d’individus 
mâles stériles ; ces méthodes de stérilisation sont utilisées pour diminuer les populations de 
moustiques dans des zones endémiques pour la paludisme ou où sévissent des épidémies de 
Dengue, de Chikungunya ou de Zika (Baxter, 2016). Des essais de stérilisation de mâles ont été 
réalisés sur les stomoxes en employant des rayons gamma et les résultats ont montré une 
diminution significative de la fertilité et de la production d’œufs (Offori, 1970). Des lâchers à 
grande échelle de mâles de stomoxes stériles n’ont jusqu’à présent pas été réalisés. 
A l’heure actuelle, tous ces moyens de lutte biologique contre Stomoxys calcitrans ne 
sont pas commercialisés en France. 
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 Lutte chimique 
Actuellement, cette forme de lutte est celle qui offre le plus d’options, tant au niveau 
des molécules qu’au niveau des formes galéniques. Concernant les principes actifs, deux 
grandes familles sont utilisées : les insecticides neurotoxiques et les régulateurs de croissance 
(ou IGR pour Insect Growth Regulator). 
Suite à l’interdiction progressive en Europe des organochlorés, organophosphorés et des 
carbamates, d’autres familles sont actuellement employées dans la lutte contre les stomoxes : 
- Les pyréthroïdes de synthèse de seconde génération, photostables, largement utilisés 
depuis leur développement dans les années 80 (Salem, 2012). Les principaux composés 
employés sont la perméthrine, la cyperméthrine, le fenvalérate, la deltaméthrine et le 
flucythirate. Ils bloquent les canaux sodiques ouverts, ce qui entraine une paralysie 
tonique de l’insecte. De faible toxicité pour les mammifères, leurs délais d’attente sont 
nuls ou très courts pour le lait, expliquant leur grand succès d’utilisation en élevage. 
- Les néonicotinoïdes bloquent les récepteurs nicotiniques post-synaptiques entrainant 
une paralysie spastique. Les molécules employées sont notamment l’imidaclopride ou 
le dinotéfurane utilisés en application murale (Salem, 2012). 
- Le spinosad appartenant à la famille des spinosynes possède un double effet : il stimule 
les récepteurs nicotiniques de l’acétylcholine et bloque le canal chlore du récepteur 
GABA. Il peut agir suite à son ingestion ou par contact, l’insecte cesse alors de 
s’alimenter, se paralyse et meurt. Cette molécule est notamment employée comme appât 
en étant associée à des phéromones et du sucre pour lutter contre les mouches 
domestiques. Son emploi contre les stomoxes s’avère intéressant dans les exploitations 
où des résistances aux pyréthrinoïdes sont observées. 
- Les lactones macrocycliques du groupe des avermectines/milbémycines sont également 
endectocides : elles agissent sur les nématodes et les larves de diptères en migration en 
plus de leur effet insecticide. Elles entrainent une paralysie flasque irréversible mortelle 
via leur effet GABA-mimétique. Ces molécules sont administrées par injection ou en 
pour-on. Etant excrétées par voie fécale, elles ont un second effet larvicide lorsque les 
insectes viennent pondre dans les fèces (Floate et al., 2001).  
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Les IGR agissent via deux mécanismes : soit en agissant comme un analogue de 
l’hormone de croissance juvénile (IGR de première génération) empêchant les œufs d’éclore et 
les larves L3 de se développer en pupe, soit en inhibant la synthèse de chitine (IGR de deuxième 
génération) inhibant la synthèse de l’exosquelette après la mue. En médecine vétérinaire, les 
IGR de première génération utilisés sont le méthoprène, le pyriproxyfène et le fenoxycarbe et 
pour les IGR de deuxième génération le flufenoxuron, le triflumuron, le diflubenzuron, le 
lufénuron et la cyromazine (Salem, 2012).  
Il existe plusieurs modes d’utilisation de ces différentes molécules. On peut d’abord 
traiter les différents supports de l’élevage par pulvérisation d’insecticide sur les murs, les 
poteaux, barrières et autres sites potentiels de repos. Le souci de cette méthode est son effet 
néfaste sur la faune non cible, notamment les insectes pollinisateurs (Duvallet et al., 2017).  
Certaines des molécules insecticides citées précédemment peuvent être appliquées 
directement sur les animaux. Les traitements peuvent être efficaces pour lutter contre les 
insectes sédentaires tels que Haematobia irritans. En revanche, ils peuvent être moins 
performants pour lutter contre les stomoxes qui ne se posent que ponctuellement sur les 
animaux pour réaliser leurs repas de sang. Le premier type de formulation utilisable est la 
pulvérisation de pyréthrinoïdes. La cyperméthrine, deltaméthrine ou perméthrine sont 
couramment utilisées. Bailie et Morgan, (1980) rapportent qu’une application de 500 mL d’une 
solution à 0.1% de perméthrine permet un contrôle de la population des stomoxes pendant 
environ une semaine. L’avantage de la pulvérisation est son application réalisable par l’éleveur 
lui-même et la possibilité d’insister sur les zones privilégiées de piqûres, notamment au niveau 
des pattes. L’inconvénient majeur demeure le manque de rémanence.  
 
Les boucles auriculaires permettent une libération progressive du principe actif lipophile 
à la surface du tégument mais les zones les plus imprégnées sont la tête et les épaules ce qui 
confère qu’une protection limitée contre les stomoxes. Le dernier type de formulation est 
l’application sous forme de pour-on de surface appliqués sur la ligne dorsolombaire. Le principe 
de diffusion est le même que pour les boucles auriculaires. Des formulations à base de 
pyréthrinoïdes (cypermétrhine, deltaméthrine, flumétrhine …) sont commercialisées pour les 
bovins  
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Actuellement, des recherches sont en cours afin de développer des produits répulsifs 
naturels et non nocifs pour l’environnement à base d’huiles essentielles. Les huiles à base 
d’extraits de citronnelle, d’eucalyptus, de cataire et de zanthoxylum ont déjà été testés et ont 
prouvé leur efficacité sur les stomoxes en réduisant l’attraction pour le bovin traité et la prise 
de repas sanguin (Hieu et al., 2015). Ces produits peuvent être utilisés par voie topique sur les 
animaux ou directement sur des supports. Ils sont cependant de très faible rémanence. 
La limite à l’utilisation d’insecticides est l’apparition, inévitable de résistance. Des 
résistances pour la plupart des classes chimiques utilisables chez les bovins (organochlorés, 
organophosphorés et pyréthrinoïdes) ont été démontrées dans des populations de Stomoxys 
calcitrans (Salem et al., 2012 ; Taichum et al., 2017).  
On note enfin des méthodes mixtes couplant l’utilisation de panneaux attractifs à des 
molécules insecticides ou toxiques. 
Une alternative à la pulvérisation d’insecticides dans les locaux, consiste en l’utilisation 
de grands panneaux en tissu de couleur bleue ou noire sur lesquels un insecticide est pulvérisé. 
Ce type de panneaux a notamment été utilisé en Afrique sub-saharienne pour lutter contre les 
glossines. Leur efficacité a également été démontrée dans la lutte contre les stomoxes (Foil et 
Younger, 2006). L’avantage de cette méthode est qu’elle est bien moins néfaste pour les 
insectes pollinisateurs (Duvallet et al., 2017). 
La solution ATSB (Attractive Toxic Sugar Bait) mélange un insecticide a une solution 
sucrée car de nombreux insectes hématophages se nourrissent également de nectar, c’est le cas 
notamment des stomoxes (cf III.3.2). Les insectes sont alors attirés par le parfum de fleur ou de 
fruit puis éliminés par l’insecticide. Le produit peut être utilisé soit en pulvérisation sur la 
végétation soit sur des supports attractifs. Cette méthode a pour l’instant été beaucoup utilisée 
sur les Anophèles et Culicidés en Israël, Floride et au Mali (Beier et Müller, 2012). Une étude 
de Müller et al., (2012) s’est intéressée à l’attraction de trois espèces de stomoxes pour 26 fruits 
et fleurs et il en ressort notamment que Stomoxys calcitrans est attiré par une espèce de fruit et 
trois espèces de fleurs. Ainsi à l’avenir, ces attractants pourront être utilisés pour développer 
des ATSB. 
L’alternance de l’utilisation des différentes familles d’insecticide est recommandée pour 
éviter ou du moins ralentir, l’apparition de résistance (Gerry et al., 2007 ; Salem, 2012). 
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IV) Systèmes  
 IV.1) Tégument 
  IV.1.1) Cuticule et épiderme 
 Le tégument externe des insectes, qui constitue l’exosquelette rigide, est composé par 
la cuticule qui est un ensemble de couches composites extracellulaires sécrété au niveau basale 
par une couche de cellules épidermiques. La cuticule se compose de trois couches distinctes : 
l’épicuticule, l’exocuticule et l’endocuticule, les deux dernières strates étant parfois regroupées 
sous le nom de procuticule (King et Akai, 1982 ; Chapman et al., 2013). Chez certains insectes, 
l’exo- et l’endocuticule sont séparées par une quatrième couche : la mésocuticule (Figure 15).  
 
 
La cuticule constitue également différents organes internes, dans lesquels elle 
s’invagine : l’œsophage, l’intestin, le rectum, la trachée et les trachéoles ainsi que diverses 
glandes épidermiques. Ces structures sont ainsi renouvelées à chaque mue. 
Figure 15 : Schéma général du tégument des insectes en coupe transversale (King et Akai, 1982) 
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 L’épicuticule, couche la plus externe, est la plus fine des différentes strates du tégument 
avec une épaisseur allant de 1 à 4 µm. Dépourvue de chitine, elle a pour rôle d’imperméabiliser 
l’insecte et de limiter les pertes d’eau par évaporation. Elle est composée de plusieurs couches 
(Figure 16) (Chapman et al., 2013): 
- La couche de cément, constituée de lipoprotéines tannées produites par des glandes 
épidermiques dont le canal excréteur traverse toute l’épaisseur de la cuticule 
- La couche cireuse, notamment faite d’acides gras et d’alcools à longues chaînes. La cire 
est produite par les œnocytes, elle emprunte par la suite des canaux poraires issus des 
cellules épidermiques et traversant toute la procuticule 
- L’épicuticule externe, composée de cuticuline 
- L’épicuticule interne, riche en protéines, stérols et composés aromatiques 
 
Les couches de cément et de cire sont dites post-exuviales car elles ne sont sécrétées 
qu’une fois la mue réalisée. Histologiquement, il est impossible de différencier précisément ces 
sous-couches (Wigglesworth, 1948). 
 
Figure 16 : Détails des couches de l'épicuticule (Chapman et al., 2013) 
cement = couche de cément ; wax = couche cireuse ; outer epicuticule = épicuticule externe ; inner 
epicuticule = épicuticule interne ; wax canal filament = canalicule des pores ; pore canal = canal poraire 
 
Page 83 sur 222 
 
Vient ensuite la procuticule comprenant l’exo et l’endocuticule. Ces couches sont 
composées de chitine et de protéines tannées. La chitine est un polymère de N-
acetylglucosamine qui va former des microfibrilles sur lesquelles vont venir se fixer diverses 
protéines formant un ensemble supramoléculaire complexe qui apporte le caractère rigide de la 
cuticule. Les compositions des deux couches de la procuticule diffèrent : 
- L’exocuticule est dite pré-exuviale car elle est sécrétée juste avant la mue, elle se 
compose notamment à 80% d’une protéine tannée appelée sclérotine rendant la couche 
rigide. 
- L’endocuticule contient plus de chitine, à une hauteur d’environ 60 %. Cette couche est 
plus souple, ce qui est permis par la présence d’arthropodine, protéine non tannée.  
La procuticule est traversée par les différents canaux poraires issus des cellules 
épidermiques produisant cément et cire. Ces canaux ont un diamètre de l’ordre du micromètre, 
parfois moins (Chapman et al., 2013).  
 L’épiderme sur lequel repose la cuticule est un épithélium cubique unistratifié reposant 
sur une lame basale percée de pores permettant le passage de plus grosses protéines venant de 
l’hémolymphe. Les cellules épithéliales présentent au niveau de leur apex des microvillosités 
tronquées au niveau desquelles à lieu l’ultime étape de synthèse de la chitine. A l’apex de ces 
cellules se trouve également le départ des canaux qui vont se ramifier en canaux ciriers. Les 
cellules glandulaires, appelées également glandes épidermiques sont les seconds types 
cellulaires observés dans l’épiderme. Elles forment les canaux excréteurs s’ouvrant sur les 
pores glandulaires à la surface. Les derniers types de cellules constituant l’épiderme sont les 
œnocytes, cellules se trouvant à l’interface entre l’épiderme et le tissu adipeux sous-jacent. Leur 
rôle n’est pas encore clairement établi mais il semblerait que ces cellules participent au 
métabolisme lipidique, à la régulation de la croissance et au comportement trophique (Voir 
Illustrations 25 à 29) (Wigglesworth, 1970 ; Chapman et al., 2013). 
 La composition de la cuticule n’est pas constante sur toute la surface du corps de 
l’insecte. En effet, certaines zones sont non sclérifiées et dépourvues d’exocuticule : les 
membranes articulaires (Figure 17, Illustrations 30 et 31). Au niveau des membres, elles 
permettent l’existence de mouvements articulés et entre les segments de l’abdomen elles 
assurent une déformation nécessaire à l’alimentation et à la maturation des œufs de la femelle 
(Chapman et al., 2013).   







 C’est cette enveloppe externe rigide qui impose aux insectes ce mode original de 
croissance qu’est la mue, par perte de l’ancien tégument et synthèse d’un nouveau. L’évolution 
des dimensions de l’insecte se fait alors par pallier. Souvent, le rapport de taille entre deux mues 
successives est de 1.25 : cette particularité est appelée règle de Prizbram. Pour ce qui est du 













Figure 17 : Membrane articulaire (Chapman et al., 2013) 




Illustration 25 : Coupe histologique de cuticule de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = soie ; 2 = épicuticule et exocuticule ; 3 = endocuticule ; 4 = cellule hypodermique ; 5 = œnocytes 
Illustration 26 : Coupe histologique de cuticule de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = soie ; 2 = épicuticule et exocuticule ; 3 = endocuticule ; 4 = œnocyte ; 5 = trophocyte ; 6 = lame basale ; 
7 = trachée 
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Illustration 28 : Coupe histologique de cuticule de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = soie ; 2 = épicuticule et exocuticule ; 3 = endocuticule ; 4 = cellule hypodermique ; 5 = cellule glandulaire 
Illustration 27 : Coupe histologique de cuticule de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = soie ; 2 = épicuticule et exocuticule ; 3 = endocuticule ; 4 = cellules hypodermiques ; 5 = myocyte  













Illustration 29 : Coupe histologique de cuticule de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = épicuticule et exocuticule ; 2 = endocuticule ; 3 = cellule hypodermique ; 4 = cellule glandulaire ; 5 = œnocytes ; 
6 = trophocyte 




Illustration 30 : Coupe histologique de membrane articulaire de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = épicuticule et exocuticule ; 2 = endocuticule ; 3 = membrane articulaire 
Illustration 31 : Coupe histologique de membrane articulaire de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = cuticule ; 2 = membrane articulaire ; 3 = myocytes ; 4 = œnocyte 
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  IV.1.2) Soies et sensilles 
Les soies et sensilles sont des sortes de baguettes chitineuses faisant protrusion depuis 
la cuticule. Pour la plupart, elles ont un aspect macroscopique de « poils » et sont disséminées 
à divers endroits du corps des insectes, les localisations pouvant varier suivant les espèces. 
Soies 
La soie (Figure 18, Illustrations 25 à 28), également appelée setae, est synthétisée par 
la cellule trichogène qui elle-même est contenue dans une autre cellule, la cellule tormogène. 
La cellule tormogène se localise au niveau de l’épiderme et permet à la soie d’être reliée à la 
membrane basale (Nowak, 2018). La cuticule recouvrant la soie est incomplète, elle n’est 
composé que d’épicuticule et d’exocuticule (Chapman et al., 2013). Les soies ont un rôle 
uniquement mécanique et sont dites ornementales, elles ne sont pas innervées. Par exemple, on 
va les retrouver aux extrémités des tarses ce qui augmente considérablement la surface de 
contact entre l’insecte et le support et ainsi permet la station sur des surfaces irrégulières et non 
planes. Pendant la période de reproduction, certaines espèces de diptères voient leurs mâles 
orner des soies richement colorées, qui habituellement ont une couleur terne, afin d’attirer les 
femelles. Enfin, les soies permettent également à certains parasites de rester accroché au pelage 


















Membrane articulaire : 
épicuticule + endocuticule 
Cellule épithéliale 
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Les sensilles, également appelées soies sensorielles, ont une structure similaire mais 
plus complexe car elles jouent le rôle de récepteur sensoriel (mécanorécepteur, chémorécepteur, 
thermorécepteur …). Elles sont classées selon leur rôle et leur forme. 
Mécanorécepteurs 
Il existe deux types de mécanorécepteurs : les sensilles simples et les sensilles 
campaniformes (Keil, 1997 ; Chapman et al., 2013). 
Les sensilles simples (Illustration 32) ont un aspect de long poil plus grand qu’une soie. 
A leur base se trouvent des fibres élastiques de suspension permettant un retour à la position 
initiale après un déplacement. La sensille repose sur une cloison la séparant de la cavité 
lymphatique du récepteur. Au cœur de la structure se trouve un neurone sensitif bipolaire avec 
un axone au pôle basal et une dendrite au pôle apical. La dendrite est divisée en dendrite 
proximale et distale, séparées par une région ciliée (Keil, 1997). La dendrite distale est reliée à 
la base de la sensille ce qui permet la transmission nerveuse de toute variation de position de 
cette dernière. Puis l’on retrouve le même schéma structurel au niveau cellulaire que pour les 
soies avec un élément en plus : la cellule thécogène encadrant le corps cellulaire du neurone 
ainsi que la dendrite proximale et ayant le rôle de cellule gliale. Puis cette dernière sera elle-
même incluse dans la cellule trichogène puis tormogène (Figure 19).   
Les sensilles simples sont les mécanorécepteurs les plus communs et répandus sur le 
corps de l’insecte. La stimulation sensitive provient du mouvement de la sensille au sein de son 
alvéole, cette dernière pouvant limiter le déplacement de la sensille uniquement dans certaines 
directions, permettant d’avoir une sensibilité directionnelle. Elles jouent le rôle de récepteurs 
tactiles et sont notamment situées au niveau du thorax, de la tête, du cou, des ailes et autour des 
yeux (Keil, 1997).  















On peut distinguer deux grandes formes de sensilles simples (Figure 20) :  
- Les sensilles trichoïdes ont une forme de poils qui s’effile de la base vers la pointe ; 
elles sont les mécanorécepteurs les plus communs et les plus répandus sur le corps de 
l’insecte (Keil, 1997 ; Tangtrakulwanich et al., 2011). Selon leur taille on en distingue 
généralement trois catégories allant de moins de 9 µm à plus de 20 µm de long (Figure 
21, Illustration 33) (Tangtrakulwanich et al., 2011). 
- Les trichobotries ont également une forme de poil mais beaucoup plus vertical, plus 
long et qui s’affine beaucoup moins entre la base et l’extrémité (Illustration 34) 
(Chapman et al., 2013). 
Figure 19 : Coupe transversale de sensille simple (Chapman et al., 2013) 







Figure 20 : Sensille trichoïde (à gauche) et trichobotrie (à droite) (Keil, 1997) 
Figure 21 : Trois types de sensilles trichoïdes sur le troisième article de l'antenne de 
Stomoxys calcitrans (Tangtrakulwanich et al., 2011)  
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Les seconds types de mécanorécepteurs les plus répandus sont les sensilles 
campaniformes. En forme de dôme, elles possèdent deux couches de cuticule : une couche 
externe mince et une couche interne fibreuse et souple avec parfois une couche intermédiaire 
spongieuse. La dendrite du neurone sensitif s’insère au centre du dôme. Le reste de la structure 
est en tout point identique que celle d’une sensille simple (Figure 22 et Illustration 35).  
Les sensilles campaniformes se situent dans les endroits du corps où la cuticule est 
soumise à un stress mécanique : articulations, base des tibias, pièces buccales et haltères des 
diptères (Chapman et al., 2013). Ce sont notamment ces récepteurs au niveau des haltères qui 
permettent aux Diptères d’avoir des variations soudaines et précises dans leur trajectoire de vol. 
En effet, à la base de chacune d’elle se trouve trois champs de 10 rangées composées chacune 






Figure 22 : Coupe transversale d'une sensille campaniforme (Chapman et al., 2013) 
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Chémorécepteurs 
La forme de base reste celle d’un poil faisant protrusion de la cuticule mais les sensilles 
de ce groupe vont être différentes de celles des mécanorécepteurs par la présence de pores au 
niveau de la cuticule et de plusieurs neurones au niveau de la structure globale de la sensille. 
On distingue de nouveau deux sous catégories. 
Les récepteurs olfactifs sont caractérisés par leur cuticule perforée de nombreux pores 
permettant le passage de particules chimiques. Il va y avoir non pas un, mais deux neurones 
bipolaires qui vont présenter la même structure que ceux des sensilles des mécanorécepteurs 
(dendrite distale, région ciliée, dendrite proximale, corps cellulaire et axone). Les corps 
cellulaires de ces neurones seront de nouveau inclus dans le complexe des cellules thécogène, 














Figure 23 : Structure d'un récepteur olfactif (Chapman et al., 2013) 
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Au sein des récepteurs olfactifs se trouvent différentes sensilles en fonction de leur 
forme et de leur nombre de pores. Les sensilles basiconiques et claviformes sont vermiforme, 
leur différence tient dans l’extrémité distale de la sensille claviforme qui est plus large (Figure 
24). Elles sont plus courtes que les sensilles simples et mesurent environ 5 µm de longueur 
(Tangtrakulwanich et al., 2011). Les récepteurs olfactifs se situent en grande majorité au niveau 



















Figure 24 : Sensille basiconique (A) et claviforme (B) du troisième article de l'antenne 
de Stomoxys calcitrans (Tangtrakulwanich et al., 2011) 
A 
B 
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Les chémorécepteurs de contact représentent la seconde sous-catégorie de 
chémorécepteurs. La caractéristique de ces récepteurs est qu’à l’inverse des récepteurs olfactifs 
ils ne possèdent qu’un pore unique à l’extrémité de la sensille. Autre différence, un troisième 
neurone, témoin de la double fonction mécanoréceptive en plus de chémoréceptive, vient 
s’ajouter à la structure : sa dendrite rejoint la « chaussette cuticulaire » sur laquelle la sensille 
est montée, lui permettant d’avoir une certaine mobilité (Figure 25) (Chapman et al., 2013). 
Les chémorécepteurs de contact vont eux aussi avoir une grande variété de forme : on va 

















Figure 25 : Structure d'un chémorécepteur de contact (Chapman et al., 2013) 














Les chémorécepteurs de contact sont également appelés récepteurs gustatifs. En effet, 
ils se distribuent en grande partie sur les pièces buccales (labre, labium et palpe maxillaire) mais 
également sur la paroi du cibarium (cavité délimitée par l’hypopharynx et le labre). Mais l’on 
en trouve également sur d’autres parties du corps des insectes : au niveau des membres articulés, 
des antennes, de l’ovipositeur et également sur les ailes, sans que leur fonction soit  précisément 






Figure 26 : Chémorécepteur de contact trichoïde (Chapman et al., 2013) 
Noter la présence du pore unique à l’extrémité de la sensille 
 




Illustration 32 : Coupe histologique de sensille simple de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = soie ; 2 = épicuticule et exocuticule ; 3 = endocuticule ; 4 = sensille simple ; 5 = cavité lymphatique du 
récepteur ; 6 = dendrite ; 7 = cellule hypodermique ; 8 = fibres musculaires 
Illustration 33 : Coupe histologique de sensille trichoïde de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = sensille trichoïde ; 2 = soie ; 3 = épicuticule et exocuticule ; 4 = endocuticule ; 5 = cellule hypodermique ; 6 = fibres 
musculaires 
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Illustration 34 : Coupe histologique de trichobotrie de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = trichobotrie ; 2 = épicuticule et exocuticule ; 3 = endocuticule ; 4 =trophocyte ; 5 = intestin postérieur ; 
6 = trachée 
Illustration 35 : Coupe histologique de sensille campaniforme de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = épicuticule et exocuticule ; 2 = endocuticule ; 3 = soie ; 4 = cuticule de la sensille ; 5 = corps tubulaire ; 6 = couche 
externe ; 7 = cavité lymphatique du récepteur ; 8 = dendrite ; 9 = cellule trichogène ; 10 = cellule tormogène 
 
Page 100 sur 222 
 
IV.1.3) Le tissu conjonctif 
Le terme de tissu conjonctif est employé pour désigner la matrice extracellulaire, c’est-
à-dire l’ensemble du matériel que l’on va retrouver entre les cellules du stomoxe tels que la 
membrane basale et le tissu fibreux. Le rôle principal de ce tissu est le support des organes 
internes, il est ainsi retrouvé autour des intestins, du système nerveux, de l’appareil reproducteur 
et d’autres systèmes organiques. De plus l’épithélium qui synthétise la cuticule repose sur la 
membrane basale.  
Ce tissu se compose majoritairement de fibres de collagène, de protéoglycanes, 
gylcosaminoglycanes et de glycoprotéines (notamment fibronectine et laminine). Selon les 
catégories d’insectes il existe deux types de fibres de collagènes : on va trouver un arrangement 
en fibres larges, clairement distinctes et identifiables ou à l’inverse des fibres tellement fines 
qu’elles ne peuvent être distinguées les unes des autres. La seconde catégorie est l’arrangement 
que l’on retrouve chez les diptères, donc de fait chez les stomoxes (King et Akai, 1982). A 
l’instar des vertébrés, où différentes cellules peuvent être retrouvées dans le tissu conjonctif 
selon sa nature (fibroblastes, ostéocytes, chondrocytes …), la matrice extracellulaire des 
invertébrés ne va contenir que très rarement des cellules mais va plutôt reposer sur une couche 
cellulaire. La conséquence de cette structure est que de nombreuses cellules produisant le tissu 
conjonctif ont également d’autres fonctions.  
De très nombreux composants biochimiques des matrices extracellulaires des 
invertébrés et vertébrés sont communs, cependant il n’a pas été encore retrouvé d’élastine chez 
celle des invertébrés. A l’inverse, une protéine particulière, la résiline, semble être uniquement 
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  IV).1.4) Résiline 
Il s’agit d’une protéine aux propriétés élastiques uniquement retrouvées dans le règne 
des invertébrés. Elle peut contenir et emmagasiner de l’énergie, ce qui lui permet d’être 
déformée en accumulant de la tension puis de revenir brutalement en place permettant un 
mouvement spécifique et remplaçant le rôle des muscles dans certaines régions anatomiques. 
La résiline est ainsi retrouvée chez les Diptères au niveau du ligament de l’aile entre le pleuron 
et le notum (Figure 27, Illustrations 36 et 37), également autour du labrum pour qu’il reste 
comprimé à la mandibule, ou encore au niveau de l’arc pleural entre le mésothorax et le 3ème 
membre thoracique chez les Siphonaptères pour permettre le saut (King et Akai, 1982 ; 










Figure 27 : Coupe transversale au niveau du ligament de l'aile (Chapman et al., 2013) 
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Illustration 36 : Coupe histologique de résiline de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = résiline ; 2 = cuticule ; 3 = myocytes 
Illustration 37 : Coupe histologique de résiline de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = résiline ; 2 = membrane articulaire ; 3 = endocuticule ; 4 = épicuticule et exocuticule ; 5 = cellule hypodermique ; 
6 = soie 
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IV.2) Les antennes 
Les antennes sont des organes sensoriels pairs qui s’insèrent en avant de la tête et 
s’articulent avec l’épicrâne. Elles sont fondamentalement formées de trois segments :  
- Le scape, constituant le premier segment, qui s’articule avec l’épicrâne au niveau d’une 
région membraneuse dans laquelle il peut pivoter, appelée l’« antennifer » 
- Le pédicelle, ou second segment 
- Le flagelle, ou segment terminal, porte entre 1 et 60 articles suivant les insectes. 
 
La grande variété de structure des antennes des insectes en fait un caractère très 
utilisé en systématique (Duvallet et al., 2017). On considère les antennes à flagelles, c’est à 
dire composées de nombreux articles semblables, comme un caractère primitif. A l’opposé 
les diptères Cyclorrhaphes, dont Stomoxys calcitrans fait partie, sont considérés comme le 
groupe le plus évolué : leurs antennes se composent de trois articles simples et le flagelle, 
article terminal, possède un seul lobe élargi appelé funiculus à la base duquel vient se fixer 
une soie plumeuse nommé arista (Illustrations 38, 39 et 40) (Dajoz, 2010 ; Duvallet et al., 
2017). L’organisation des soies de cette dernière sert de critère de diagnose chez les 











Illustration 38 : Antenne de Stomoxys calcitrans (Illustration originale) 
1 = scape ; 2 = pédicelle ; 3 = funiculus ; 4 = arista 





Les mouvements de l’antenne sont permis par deux groupes musculaires : les muscles 
élévateurs et dépresseurs issus de la partie antérieure du tentorium et qui viennent s’insérer sur 
le scape puis les muscles fléchisseurs et extenseurs issus du scape et se fixant sur le pédicelle. 




Illustration 39 : Antenne de Stomoxys calcitrans en position physiologique (Illustration originale) 
1 = scape ; 2 = pédicelle ; 3 = funiculus ; 4 = arista 











Le pédicelle, ou second segment de l’antenne, porte un organe sensoriel : l’organe de 
Johnston (Figure 29) (Dajoz, 2010 ; Chapman et al., 2013). Cet organe est dit chordotonal car 
il est sensible aux variations de pression, il va notamment réagir à tout mouvement du flagelle 
par rapport au pédicelle. Présent chez tous les insectes adultes et sous une forme simplifiée au 
stade larvaire, il est particulièrement développé chez les Diptères où il peut être alors composé 
de 20 000 scolopidies, unités sensorielles rattachées à la cuticule composées chacune de trois 
cellules : un neurone sensoriel, une cellule enveloppante ou scolopale et une cellule d’attache 
(Figure 30). Les signaux partent ensuite par le nerf antennaire jusqu’au système nerveux central 
(Illustrations 42 et 43). Cet organe possède de multiples fonctions :  
- Il indique la vitesse de vol de l’insecte, la pression de l’air, agit sur l’arista qui va faire 
levier sur le funiculus et ce mouvement va être détecté par l’organe de Johnston au 
niveau du pédicelle ; plus la vitesse est grande et plus la flexion du funiculus est 
importante ce qui stimule un plus grand nombre de scolopidies 
- Chez les diptères, l’organe de Johnston permet de détecter les vibrations émises par le 
vol de l’individu du sexe opposé lors de la parade sexuelle, permettant une 
reconnaissance d’espèce. 
 
Figure 28 : Région proximale de l'antenne d'un hexapode avec détail de la musculature 
associée (Chapman et al., 2013) 























Figure 29 : Organe de Johnston (Chapman et al., 2013)  
Figure 30 : Structure d'une scolopidie en coupe transversale à gauche 
et longitudinale à droite (Chapman et al., 2013) 
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 L’organe de Johnston n’assure pas seul le rôle de récepteur sensoriel au niveau des 
antennes. En effet, les funiculus sont couverts de milliers de sensilles de nature diverse faisant 
des antennes les premiers organes olfactifs chez les insectes (Figure 31 et Illustration 44). Six 
types différents de sensilles ont été décrites chez Stomoxys calcitrans (Lewis, 1971) : trois 
trichoïdes, une basiconique, une claviforme et une cœloconique (mécanorécepteurs à la 
structure originale : 9 à 12 doigts cuticulaires partant d’un large cône basal) (Tangtrakulwanich 
et al., 2011). Leur localisation n’est pas homogène sur le funiculus (Figure 32). Les sensilles 
trichoïdes sont les sensilles les plus abondantes, elles vont se retrouver majoritairement en 
région latérale et médiale. Les sensilles basiconiques se retrouvent en face latérale, ventrale et 
médiale. Il n’y a qu’une centaine de sensilles claviformes par antenne qui se répartissent 
principalement sur les zones latérales et médiales. Enfin, environ une cinquantaine de sensilles 
cœloconiques se répartissent de manière diffuse sur l’ensemble du funiculus. Il n’y a pas de 
différence significative entre mâle et femelle concernant le nombre total de sensilles, excepté 
pour la sensille trichoïde de taille moyenne bien plus abondante chez le mâle (Tangtrakulwanich 
et al., 2011).  
Figure 31 : Antennes de Stomoxys calcitrans au microscope électronique à 
balayage (Salem, 2012) 
AR = arista ; III = funiculus 
Cette figue met en évidence les nombreuses sensilles présentes sur le funiculus. 
 




 Ainsi, le rôle de récepteur sensoriel des antennes est assuré par le pédicelle via l’organe 
de Johnston et par le funiculus via les nombreux types de sensilles. Les deux autres segments, 
scape et arista, sont non innervés : le premier sert d’ancrage de l’antenne à l’épicrâne et le 




Figure 32 : Diagramme tri-dimensionnel montrant la répartition des différentes sensilles sur le funiculus de 
Stomoxys calcitrans (Tangtrakulwanich et al., 2011) 
(A) = Sensille basiconique ; (B) = Sensille trichoïde ; (C) = Sensille claviforme ; (D) = Sensille cœloconique 
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Illustration 40 : Coupe histologique d'antenne de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = scape ; 2 = pédicelle ; 3 = funiculus 
Illustration 41 : Coupe histologique de scape de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = muscle fléchisseur ; 2 = muscle extenseur ; 3 = épicuticule et exocuticule ; 4 = endocuticule ; 5 = membrane 
articulaire ; 6 = cellule hypodermique ; 7 = cellule d’attache 
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Illustration 42 : Coupe histologique de pédicelle de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = nerf antennaire ; 2 = neurone ; 3 = sensille ; 4 = cuticule 
Illustration 43 : Coupe histologique de pédicelle de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = nerf antennaire ; 2 = axone ; 3 = scolopidie ; 4 = neurone ; 5 = cellule hypodermique ; 6 = cellule 
d’attache ; 7 = cuticule 






Illustration 44 : Coupe histologique de funiculus de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = neurone ; 2 = dendrite ; 3 = sensille 
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IV.3) Les pièces buccales 
 Stomoxys calcitrans possède un appareil buccal original de type piqueur appelé 
proboscis. Non rétractile, ce dernier est également fortement sclérifié ce qui lui confère une 
grande rigidité. Porté dans l’axe du corps et de couleur noire, il se compose de trois longues 
pièces : le labium ou lèvre inférieure, le labre ou lèvre supérieure et l’hypopharynx qui 







Figure 33 : Détails des pièces buccales de Stomoxys calcitrans (Zumpt, 1973) 
(I) Tête vue de profil, (II) Proboscis en coupe transversale, (III) Pièces buccales en vue latérale : L = labium ; H = hypopharynx ; 
Lb = labre ; Ts = palpes ; V = membrane entre le proboscis et la capsule céphalique ; A = apodème ; F = fulcrum ; Sp = glande 
salivaire ; O = œsophage ; T = trachée ; J = endosquelette ; S = tendon des labelles ; M = muscles 
 
 














Le labium se termine par de courts labelles porteurs de dents préstomales développées 
qui vont venir perforer la peau de l’hôte (Illustrations 46 à 48). Il entoure le labre et 
l’hypopharynx et renferme des muscles striés qui lui confèrent sa mobilité.  
La salive est injectée dans le derme de l’animal parasité via l’hypopharynx qui renferme 
le canal salivaire et constitue le tube le plus fin. Puis dans un second temps, le sang est aspiré 
dans le tube le plus large formé par le labre et la partie dorsale de l’hypopharynx pour rejoindre 
directement l’œsophage (Zumpt, 1973). L’aspiration du sang est permise par la présence de 
muscles viscéraux extrinsèques jouant le rôle de pompe. Chez les Diptères, les muscles autour 
du cibarium sont très développés et vont constituer ce qu’on appelle la pompe cibariale. Des 
muscles s’insérant au niveau du pharynx vont également participer à l’aspiration mais ils sont 
moins développés : ils forment la pompe pharyngée. Ce sont ces deux pompes qui permettent 
Illustration 45 : Appareil buccal de Stomoxys calcitrans vu de face (Illustration originale) 
1 = proboscis ; 2 = palpe maxillaire ; 3 = fulcrum 
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l’acheminement du sang depuis l’entrée de l’hypopharynx vers l’œsophage pour ensuite 




Illustration 46 : Proboscis de Stomoxys calcitrans en vue latérale gauche (A) et vue ventrale (B) (Illustration originale) 
1 = labium ; 2 = labelle ; 3 = dents préstomales ; 4 = chémorécepteur 
B 
A 
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Comme précédemment énoncé dans la partie III.2.1, les palpes maxillaires des 
Stomoxynés sont bien plus courts que le proboscis (environ un tiers de sa longueur) et n’ont 
pas de rôle mécanique dans la prise alimentaire. Leur rôle est sensitif en raison de la présence 
de nombreux récepteurs olfactifs. Mais ce ne sont pas les seuls organes sensitifs de l’appareil 
buccal du stomoxe : d’autres pièces possèdent des chémorécepteurs de contact et également des 














Figure 34 : Récepteurs des pièces buccales d'un diptère (Chapman et al., 2013) 




Illustration 47 : Coupe histologique de tête et thorax de Stomoxys calcitrans HE x20 (Illustration originale) 
1 = proboscis ; 2 = fulcrum ; 3 = muscles de la pompe pharyngée ; 4 = antenne ; 5 = tête ; 6 = cerveau ; 7 = thorax ; 
8 = muscle dorso-ventral 
 
Illustration 48 : Coupe histologique de proboscis de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = Fibre musculaire ; 2 = cuticule ; 3 = labium ; 4 = hypopharynx ; 5 = trachéole 
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Illustration 49 : Coupe histologique des pièces buccales de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = muscles de la pompe pharyngée ; 2 = muscles de la pompe cibariale ; 3 = pharynx ; 4 = trachée ; 5 = fulcrum 
Illustration 50 : Coupe histologique des pièces buccales de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = palpe maxillaire ; 2 = fulcrum ; 3 = trophocytes 
Page 119 sur 222 
 
 IV.4) Les glandes salivaires 
 Stomoxys calcitrans possède deux glandes salivaires qui ont pour particularité, comme 
pour l’ensemble des Diptères, d’avoir une structure tubulaire et non acineuse contrairement à 
la majorité des insectes (Illustrations 51 et 52) (Chapman et al., 2013). Elles prennent leur 
origine au niveau de l’abdomen où elles sont ventrales par rapport à l’extrémité crâniale du 
jabot. C’est à ce niveau que le conduit salivaire s’élargit pour former les deux culs de sac 
glandulaires terminaux. Il s’agit du seul endroit où les glandes salivaires vont définir une 
courbe, elles seront par la suite droites sur toute la longueur du tiers crânial de l’abdomen et du 
thorax, segment où elles progressent de part et d’autre du canal du jabot en conservant le même 
diamètre (Figure 35). Puis à l’entrée de la tête, les deux portions tubulaires s’arrêtent 
brutalement pour former deux canaux salivaires très fins qui vont se rejoindre ventralement à 
la base du cerveau et constituer un canal unique. Le canal salivaire commun ainsi formé se 
poursuit en étant accolé ventralement au pharynx puis finit par arriver dans l’hypopharynx où 












Figure 35 : Position anatomique des glandes salivaires de Stomoxys calcitrans 
(modifiée d’après Entomological Society of America, 1908) 
Cul de sac glandulaire terminal 
Départ du canal salivaire commun 
Glande salivaire tubulaire 











Les glandes salivaires se composent de cellules épithéliales polarisées et vacuolisées qui 
sont délimitées par une lame basale externe et par une fine cuticule interne. C’est au sein de ces 
vacuoles que sont synthétisées les enzymes salivaires qui seront par la suite émises au niveau 
des microvillosités apicales pour être déversées dans la lumière du conduit salivaire. Ces 
cellules vont également réaliser un mouvement d’eau depuis l’hémolymphe au pôle basal vers 
la lumière du conduit salivaire. Ce flux est permis par la sécrétion active d’ions potassium via 
des pompes ATPase H+ qui créent un gradient osmotique. Cette double fonction de production 
d’enzyme salivaire et de gradient ionique est assurée par les cellules sécrétrices de la partie 
tubulaire de la glande. Les ions vont être réabsorbés au niveau des canaux salivaires par les 
cellules cuboïdes. Enfin au niveau du canal salivaire commun se trouve les cellules du canal,  
troisième et dernier type cellulaire des glandes salivaires : ces cellules épithéliales sont plus 
aplaties et la cuticule qui les protège est plus épaisse (Figure 37 et Illustrations 53 à 55) 
(Chapman et al., 2013).  
Les glandes salivaires tubulaires ne sont pas directement innervées. La production et la 
sécrétion de la salive résulte d’une stimulation des chémorécepteurs des pièces buccales 
induisant la sécrétion de sérotonine qui va agir sur les cellules sécrétrices.  
 
Figure 36 : Trajet des glandes salivaires de Stomoxys calcitrans au niveau du thorax 
et de la tête (modifié d’après Laveissière et Penchenier, 2017) 
  





La salive émise lors du repas de sang va remplir plusieurs fonctions. Elle va 
premièrement lubrifier les pièces buccales facilitant la cathétérisation d’un capillaire sanguin. 
Chez les insectes hématophages, dont les stomoxes font partie, la salive ne contient pas 
d’enzyme digestive mais possède un équipement enzymatique remarquable appelé « sialome » 
dont le rôle principal est d’empêcher la coagulation du sang à l’intérieur des pièces buccales et 
d’inhiber la réaction inflammatoire locale de l’hôte (Chapman et al., 2013). Les enzymes du 
sialome de Stomoxys calcitrans ont été décrites (Wang et al., 2009) : on y trouve notamment 
des protéases à sérine, des endonucléases, des anticoagulants, des peptides antimicrobiens et 
autres protéines dont les fonctions ne sont pas encore totalement connues mais qui reflètent 
probablement l’incroyable capacité de la salive de ce parasite à influer sur la réponse 
immunitaire de l’hôte. Il a d’ailleurs été montré que la réponse des lymphocytes T chez des 




Figure 37 : Physiologie et types cellulaires des glandes salivaires tubulaires (Chapman et al., 2013) 
A gauche : cellule sécrétrice des portions tubulaires ; Au centre : cellule cuboïdes des canaux salivaires ; 
A droite : cellule du canal salivaire commun 























Illustration 52 : Coupe histologique de glande salivaire de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = glande salivaire ; 2 = lumen ; 3 = intestin moyen ; 4 = trophocytes ; 5 = trachée 
Illustration 51 : Coupe histologique de glande salivaire de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = glande salivaire ; 2 = lumen ; 3 = cellule épithéliale ; 4 = lame basale ; 5 = trophocytes ; 6 = trachée ; 7 = intestin 
moyen ; 8 = entérocyte 























Illustration 53 : Coupe histologique de glande salivaire de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = cellule épithéliale ; 2 = lame basale ; 3 = cuticule ; 4 = vacuoles exocytées ; 5 = noyau cellulaire 
Illustration 54 : Coupe histologique de glande salivaire de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = lame basale ; 2 = cellule épithéliale ; 3 = lumen ; 4 = noyau cellulaire ; 5 = fibres musculaires ; 6 = sang digéré 














Illustration 55 : Coupe histologique de glande salivaire de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = lame basale ; 2 = cellule épithéliale ; 3 = noyau cellulaire ; 4 = cuticule ; 5 = lumen 
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IV.5) Le système digestif 
 L’appareil digestif des insectes se divise en trois régions distinctes : l’intestin antérieur 
ou stomodeum, l’intestin moyen ou mesenteron et l’intestin postérieur ou proctodeum ; seul 
l’intestin moyen possède une origine endodermique, les deux autres segments ont une origine 
ectodermique. A l’inverse des vertébrés qui possèdent un épithélium digestif stratifié 
pluricellulaire, l’ensemble du tractus digestif des insectes consiste en un épithélium simple 
unicellulaire reposant sur une membrane basale et entourée de muscles striés longitudinaux et 
circulaires (Dajoz, 2010 ; Chapman et al., 2013).  
Ce schéma structural est présent chez l’ensemble des insectes mais de nombreuses 
variations peuvent être observées en fonction de leur régime alimentaire. Le système digestif 
de Stomoxys calcitrans présente l’architecture suivante (Tulloch, 1906 ; Dajoz, 2010 ; 
Chapman et al., 2013) (Figure 38) : 
- L’intestin antérieur se compose du pharynx, de l’œsophage, du proventricule (parfois 
appelé gésier) et du jabot. Ces éléments permettent le transit du bol alimentaire des 
pièces buccales vers l’intestin moyen et également son stockage en ce qui concerne le 
jabot. 
- L’intestin moyen est le lieu de l’assimilation des nutriments, il est composé d’un unique 
organe tubulaire appelé ventriculus dont le diamètre varie entre l’extrémité crâniale et 
l’extrémité caudale. Les trois stades larvaires présentent deux paires de cæca de part et 
d’autre de la jonction entre le proventricule et la partie proximale de l’intestin moyen, 
ils disparaitront au stade imago (Liu et al., 2011). Une membrane péritrophique (MP), 
couche non-cellulaire sécrétée par le proventricule, est présente chez les stades larvaires 
qui ont un régime détritivore afin d’entourer la masse du bol alimentaire pour protéger 
les cellules fragiles de la paroi intestinale ; malgré le régime hématophage non 
traumatisant pour les cellules du tube digestif, la synthèse de la MP se poursuit chez les 
adultes (Berre, 1967 ; Lehane, 1976). 
- L’intestin postérieur, lieu de l’absorption et du stockage de l’eau, se différencie en trois 
régions que sont le pylore, le côlon et le rectum. Le pylore fait transition avec l’intestin 
moyen, c’est également à cet endroit que débouchent les tubes de Malpighi qui ont un 
rôle dans la fonction d’excrétion (cf IV.6). Le rectum se présente sous la forme d’une 
ampoule rectale. Le système digestif se conclut par l’anus. 




IV.5.1) Intestin antérieur 
Le pharynx, qui  reçoit le sang provenant du cibarium, possède une forme grossièrement 
triangulaire et ses bords supérieurs s’étirent pour former des projections chitineuses où viennent 
s’attacher les muscles de la pompe pharyngée. L’œsophage émergeant du pharynx est large et 
aplati puis progressivement devient plus étroit et adopte une forme cylindrique bien définie. Il 
progresse d’abord légèrement vers l’avant et le haut de la tête puis bifurque brutalement vers le 
thorax en traversant le collier péri-œsophagien. Il finit sa course dans le tiers antérieur du thorax 
en entrant dans le proventricule au niveau de sa face ventral (Figure 38) (Tulloch, 1906 ; 
Entomological Society of America, 1908).  
Pharynx et œsophage sont constitués d’un épithélium simple recouvert par l’intima : 
fine couche cuticulaire non chitineuse composé d’endocuticule et d’épicuticule. Cette intima 
est recouverte de fines saillies épineuses appelées denticulines qui pointent vers l’arrière, dans 














Figure 38 : Système digestif de Stomoxys calcitrans (modifiée d’après Entomological Society of America, 1908) 
1 = pharynx ; 2 = œsophage ; 3 = proventricule ; 4 = conduit du jabot ; 5 = jabot ; 6 = intestin moyen ; 7 = pylore ; 8 = iléon ; 
9 = ampoule rectal ; 10 = anus 
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Le jabot se situe au tiers antérieur de l’abdomen, au-dessous de l’intestin moyen, mais 
lorsqu’il est rempli après un repas de sang il peut occuper la quasi-totalité de la cavité 
abdominale. Ses parois sont fines, constituées d’une unique couche épithéliale parcourue de 
fibres musculaires lisses (Illustration 58). Au niveau du proventricule, le conduit du jabot 
s’insère juste en arrière de l’abouchement de l’œsophage (Figure 38) (Tulloch, 1906 ; 
Entomological Society of America, 1908). Immédiatement après le repas, le sang se stocke dans 
le jabot, augmentant énormément le volume abdominal du stomoxe (cf Illustrations 24 et 59) et 
lui donnant une couleur rougeâtre. Le sang passera par la suite en sens inverse dans le conduit 
du jabot pour arriver dans le proventricule et transiter vers l’intestin moyen où il sera digéré. 
Le proventricule, véritable carrefour entre intestin antérieur et moyen, se situe au tiers 
antérieur du thorax. Il a la forme grossière « d’un chapeau de champignon » dont la partie 
ventrale est concave et la partie dorsale convexe. Comme vu précédemment, au niveau de la 
partie ventrale concave s’abouche l’œsophage et s’insère le conduit du jabot. A l’opposée 
l’intestin moyen débute en face dorsale convexe (Figure 38 et Illustration 56). D’un point de 
vue histologique, le proventricule est à la fois constitué de cellules de l’intestin antérieur et de 
l’intestin moyen (Lehane, 1976). En effet, la partie terminale de l’œsophage vient s’invaginer 
dans la partie proximale du mesenteron, cet ensemble constituant la valvule œsophagienne, ou 
cardia, qui régule le transit du sang depuis l’intestin antérieur vers l’intestin moyen et crée un 
mouvement péristaltique faisant progresser la MP vers ce dernier. L’intestin antérieur 
constitutif de cette valve se divise en trompe et en feuillet réfléchi qui se raccorde aux cellules 
endodermiques proventriculaires au niveau d’une zone plus mince appelée sillon stomodéo-
mésentérique. Viennent ensuite les cellules endodermiques appartenant au mesenteron, 
majoritairement cylindriques avec une barrière en brosse et non recouvertes de cuticule (Berre, 
1967). Ce sont ces cellules qui sont responsables de la production de la MP (Lehane, 1976). 
L’espace défini entre ces deux ensembles cellulaires (épithélium de l’intestin antérieur et 
cellules endodermiques du mesenteron) délimite la fente périvalvulaire où se déversera la MP 



























Figure 39 : Ultrastructure du proventricule de Stomoxys calcitrans (modifiée d’après Berre, 1967 ; Lehane, 1976 ; Jordão et al., 1996) 
Fo = œsophage ; C = conduit du jabot ; F = épithélium de la valvule œsophagienne ; P1 à P4 = cellules endodermiques proventriculaires ; 
M = intestin moyen thoracique 
t = trompe ; Si = sinus interne ; fp = fente périvalvulaire ; fr = feuillet réfléchi ; Ssm : sillon stomodéo-mésentérique ; Cp = entérocyte ;  
Ch = cellule entéroendocrine ; mp = membrane péritrophique 
Proventricule 
Œsophage  
Intestin moyen thoracique 
Conduit du jabot 
250 µm 
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Illustration 56 : Coupe histologique de thorax antérieur de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = proventricule ; 2 = intestin moyen thoracique ; 3 = glande salivaire ; 4 = trophocytes ; 5 = fibres musculaires 
Illustration 57 : Coupe histologique de proventricule de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = épithélium de la valvule œsophagienne ; 2 = cellules endodermiques proventriculaires ; 3 = fente périvalvulaire ; 
4 = membrane péritrophique ; 5 = entérocyte ; 6 = trophocyte ; 7 = glande salivaire 



























Illustration 58 : Coupe histologique d'abdomen antérieur de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = jabot vide ; 2 = intestin moyen ; 3 = glande salivaire ; 4 = cuticule 
Illustration 59 : Coupe histologique de jabot de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = jabot plein ; 2 = trophocytes 
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IV.5.2) Intestin moyen 
 Ce segment du tube digestif mesure environ trois fois la longueur du stomoxe. La 
portion thoracique conserve le même diamètre sur toute sa longueur mais une fois passé au-
dessus du jabot ce diamètre s’élargit tandis que l’épaisseur s’affine. Cette partie plus large va 
définir trois spires dans la partie médiane de l’abdomen qui se rétrécissent progressivement 
pour de nouveau obtenir une portion plus étroite jusqu’au pylore (Figures 38 et 40) (Tulloch, 

















Figure 40 : Anatomie de l'intestin moyen de Stomoxys calcitrans (Tulloch, 1906) 
TI = intestin moyen thoracique ; SG = glande salivaire ; H = vaisseau dorsal ; SS = jabot ; 
O = pylore ; R = ampoule rectale  
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 Si anatomiquement l’intestin moyen de Stomoxys calcitrans se divise en plusieurs 
régions, cette division se retrouve également d’un point de vue histologique (Jordão et al., 
1996) : on va distinguer la portion thoracique, la zone réservoir (zone de plus forte épaisseur 
qui réalise les trois spires), la zone opaque et la zone lipoïde qui toutes les deux font partie de 
la portion plus étroite terminale jusqu’au pylore (Figure 41, Illustrations 60 et 61). Le repas 
sanguin va être stocké et déshydraté au niveau de la zone réservoir, constituant le premier lieu 
d’absorption de l’eau. De plus, un petit nombre de granules contenant des enzymes digestives 
vont commencer à y être émises, ainsi que des facteurs antimicrobiens. Boulanger et al., (2002) 
ont d’ailleurs mis en évidence un peptide anti-microbien spécifique à Stomoxys calcitrans, 
qu’ils ont nommé « stomoxyne ». L’activité trypanolytique de ce peptide pourrait expliquer la 
transmission mécanique et non biologique des trypanosomes par les stomoxes. La grande 
majorité de la sécrétion des enzymes digestives à lieu au sein de la zone opaque. Enfin, 
l’absorption des nutriments est réalisée au niveau de la zone lipoïde.  
 
 
Malgré cette régionalisation, l’épithélium intestinal de l’intestin moyen se compose des 
trois mêmes types cellulaires sur toute sa longueur. La spécificité histologique de chaque zone 
va donc se faire sur la proportion de ces différentes cellules et leur équipement enzymatique. 
Les trois types cellulaires sont (Figure 42 et Illustration 62) (Chapman et al., 2013 ; Lemaitre, 
Miguel-Aliaga, 2013) :  
- Les entérocytes, grandes cellules polarisées équipées d’une multitude de microvillosités 
au niveau de leur apex, augmentant considérablement leur surface de contact avec la 
lumière intestinale. Ils sont responsables de la sécrétion d’enzymes digestives et de 
l’absorption de nutriments.  
Figure 41 : Régions de l'intestin moyen de Stomoxys calcitrans (Jordão et al., 1996) 
A = proventricule ; B = portion thoracique ; C = zone réservoir ; D = la zone opaque ; E = zone lipoïde 
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- Les cellules entéroendocrines, sécrétant des hormones ayant une action locale 
(paracrine) et sur le système nerveux central. Ces cellules modulent et régulent 
l’ensemble du métabolisme du mesenteron (synthèse et exocytose d’enzymes 
digestives, péristaltisme, renouvellement cellulaire …) 
- Les cellules souches intestinales, petites cellules dispersées sur la surface basale. Ces 
cellules assurent le renouvellement de l’épithélium, le turn-over complet se réalisant en 
une à deux semaines. Lors de leur division, une des cellules filles reste à l’état de cellule 
souche tandis que sa sœur, nommée entéroblaste, se différenciera en entérocyte ou en 
cellule entéroendocrine.  
L’intestin moyen n’étant pas recouvert d’intima à la différence des intestins antérieur et 
postérieur, une membrane péritrophique synthétisée par les cellules endodermiques du 
proventricule va donc venir recouvrir l’épithélium du mesenteron (Illustration 63). Cette 
membrane non cellulaire est constituée de protéines, glycoprotéines, microfibrilles de chitine 
et lipides enveloppés dans une matrice de protéoglycanes. Elle est dite de type II chez le 
stomoxe car produite uniquement au niveau du cardia, à l’inverse du type I retrouvé chez 
d’autres insectes, comme les moustiques, pour lesquels la MP est synthétisée par l’ensemble de 
l’intestin moyen (Lehane, 1997). Les membranes péritrophiques de type II sont produites en 
permanence et pas uniquement lorsque l’insecte se nourrit. Chez Stomoxys calcitrans, cinq 
couches distinctes composant cette membrane ont été identifiées (Figure 43). Elles sont 
synthétisées séparément par les différents groupes de cellules endodermiques proventriculaires 
P1 à P4 (cf Figure 39) (Lehane, 1976). Comme énoncé précédemment, chez les larves de 
stomoxes qui ont un régime détritivore et non hématophage, la MP a pour rôle de protéger 
l’épithélium intestinal du contenu alimentaire potentiellement traumatique pour les cellules 
fragiles. De plus, elle lubrifie le contenu alimentaire favorisant ainsi le transit digestif ce qui 
Figure 42 : Epithélium de l'intestin moyen de Stomoxys calcitrans (Lemaitre et Miguel-Aliaga, 2013) 
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prévient les occlusions voire les éventuelles ruptures de l’intestin moyen. De fait, chez les 
imagos ayant un régime hématophage, le rôle de protection mécanique ne fait plus sens et 
pourtant la MP est toujours synthétisée. En effet, elle va avoir une tout autre utilité (Lehane, 
1997) : 
- Etant produite continuellement, la MP constitue une barrière permanente entre 
l’épithélium intestinal et les éventuels micro-organismes ingérés lors du repas sanguin. 
De fait, bactéries ou virus n’ont pas la possibilité de s’installer durablement au sein du 
stomoxe pour se multiplier et être relargués en grande quantité. Ce mécanisme, associé 
à la présence d’intima pour l’intestin antérieur et postérieur explique notamment 
pourquoi Stomoxys calcitrans est plus rarement vecteur biologique de bactéries et de 
virus que vecteur mécanique (Lehane, 1997).  
- Elle contient des enzymes digestives et participe ainsi pleinement à la digestion, 
notamment environ 10% de la quantité totale de trypsine est contenu dans la MP chez 
Stomoxys calcitrans. 
- Elle agit comme une membrane semi perméable régulant le passage de certaines 
molécules au niveau des différents compartiments de l’intestin moyen 
 
  
Figure 43 : Membrane péritrophique de Stomoxys calcitrans (Lehane, 1976) 
1 = couche lipidique positive au réactif de Schiff ; 2 = couche chitineuse et protéique ; 
3 et 4 = polysaccharides positifs au réactif de Schiff ; 5 = muco-polysaccharide sulfaté 





Illustration 60 : Coupe histologique d'abdomen antérieur de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = portion thoracique ; 2 = début de la zone réservoir ; 3 = sang dans le jabot 
Illustration 61 : Coupe histologique d'abdomen de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = zone réservoir de l’intestin moyen ; 2 = membrane péritrophique ; 3 = tissu adipeux ;  4 = pylore ; 
5 = trachée ; 6 = glande salivaire ; 7 = tubes de Malpighi 
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Illustration 62 : Coupe histologique d'intestin moyen de Stomoxys calcitrans HE x 1000 (Illustration originale) 
1 = entérocyte ; 2 = cellule souche intestinale ; 3 = cellule entéroendocrine ; 4 = fibre musculaire longitudinale ; 
5 = fibre musculaire circulaire 
Illustration 63 : Coupe histologique d'intestin moyen de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = membrane péritrophique ; 2 = entérocyte ; 3 = fibre musculaire longitudinale ; 4 = fibre musculaire circulaire 
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  IV.5.3) Intestin postérieur 
 Le pylore est constitué de fibres musculaires circulaires lui permettant d’agir comme un 
sphincter, il contrôle ainsi le passage du bol alimentaire de l’intestin moyen vers l’intestin 
postérieur et empêche les reflux (Illustration 67). (Chapman, 2013). Le côlon possède un 
diamètre constant, réalise plusieurs virages au sein de l’abdomen postérieur mais aucune spire 
comparé au ventriculus (Illustration 64). Le rectum ne possède pas la structure tubulaire d’un 
segment intestinal quelconque mais se dilate en un sac en forme de poire, d’où le nom 
d’ampoule rectale (Figures 38 et 40). Cette dernière contient quatre longues papilles rectales 
ayant la forme de cônes dont les extrémités étroites se fixent vers l’anus, caractère présent chez 
de nombreux Diptères notamment les Muscidés (Figure 44 et Illustration 65) (Cook et al., 
1991). Une seule trachée pénètre chaque papille (Tulloch, 1906 ; Entomological Society of 














Figure 44 : Rectum et papilles rectales de Stomoxys calcitrans (Cook et al., 1991) 
CI = côlon ; Rc = rectum ; RP = papille rectale ; nc = nerf proctodéal 
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 Comme pour l’intestin antérieur, l’intestin postérieur est recouvert d’une intima mais 
qui est plus fine (environ 10 µm d’épaisseur) et plus perméable que celle de l’intestin antérieur. 
Un seul type cellulaire est retrouvé au niveau du côlon, il s’agit de cellules épithéliales avec de 
nombreuses microvillosités au pôle apical, où l’on va observer de nombreuses mitochondries, 
et de nombreuses invaginations au pôle basal. L’épithélium des papilles rectales possède la 
même structure à deux différences près (Illustration 66) : 
- Etant le site principal de réabsorption de l’eau et des ions, l’intima y est encore plus fine 
qu’au niveau du côlon (seulement 1 µm d’épaisseur) 
- Les cellules épithéliales sont isolées de l’hémocœle par des cellules en gaine et un tapis 











L’intestin postérieur est le segment intestinal le plus robuste, ceci étant permis par les 
nombreuses fibres musculaires longitudinales et circulaires arrangées en un treillis finement 
tissé, en particulier au niveau du rectum (Cook et al., 1991).   
 
  
Figure 45 : Structure histologique des papilles rectales (Chapman et al., 2013) 




Illustration 64 : Coupe histologique de côlon de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = côlon ; 2 = tube de Malpighi ; 3 = trachée 
Illustration 65 : Coupe histologique d'abdomen de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = ampoule rectale ; 2 = papilles rectales ; 3 = tubes de Malpighi ; 4 = côlon ; 5 = intestin moyen ; 6 = tissu adipeux ; 
7 = glande accessoire 
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Illustration 66 : Coupe histologique d'ampoule rectale de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = épithélium de papille rectale ; 2 = intima ; 3 = épithélium de l’ampoule rectal ; 4 = glande accessoire ; 5 = tube de 
Malpighi ; 6 = trachée ; 7 = trophocyte ; 8 = œnocyte 
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 IV.6) Les tubes de Malpighi 
 Comme tous les Diptères, Stomoxys calcitrans possède quatre tubes de Malpighi. 
Arrangés en deux paires, chacune d’entre elles s’insère via un conduit commun de part et 
d’autre du pylore, frontière entre le mesenteron et le proctodeum (Illustrations 67 et 68). Puis 
de ce conduit partent deux longs tubules fins se terminant en culs de sac à leur extrémité distale, 
baignant libres dans l’hémolymphe de la cavité abdominale (Illustration 69) (Entomological 
Society of America, 1908 ; Dajoz, 2010). Une des paires se situe dorsalement au système 
digestif et aux organes reproducteurs tandis que l’autre est ventrale à ces derniers. Chaque tube 
mesure environ la même longueur (15 mm) mais la largeur est différente entre les deux paires : 
la paire se situant dorsalement aux organes abdominaux possède une extrémité distale fortement 
élargie alors que la paire ventral est de même largeur sur toute sa longueur (Figure 46) (Tulloch, 
1906 ; Kongoro et al., 1991). Les tubes de Malpighi dérivent de la partie ectodermique de 
l’intestin postérieur et sont composés d’un épithélium simple cubique non recouvert de cuticule 
qui définit une lumière centrale appelée lumen (Chapman et al., 2013). Comparables aux reins 
des vertébrés, ce sont les principaux organes d’excrétion des déchets de l’hémolymphe et ils 
vont également réabsorber une partie de l’eau filtrée.  
 
Figure 46 : Tubes de Malpighi de Stomoxys calcitrans (Tulloch, 1906) 
MT = tube de Malpighi ; TT = terminaison épaisse de la paire dorsale ; O = pylore, origine des conduits communs ; 
RP = papilles rectales ; R = rectum 
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La structure de base de l’épithélium est la même quelle que soit la zone du tubule : des 
cellules épithéliales présentant de nombreuses microvillosités au pôle apical et de nombreuses 
invaginations au pôle basal, les mitochondries étant très présentes aux deux pôles (Illustrations 
70 à 72). Chaque tube se divise en trois portions distinctes : une région proximale, 
intermédiaire, et distale (Figure 47). Chaque partie accomplit une fonction bien précise ; on va 
ainsi observer des variations de l’ultrastructure cellulaire de base. Par exemple la région distale, 
région la plus longue, n’est pas associée à des fibres musculaires comparées aux régions 
intermédiaire et proximale qui sont entourées d’une fine couche discontinue de muscles striés 
longitudinaux et circulaires. Il est également observé, au niveau de la région distale élargie de 
la paire dorsale, des cellules épithéliales plus aplaties, avec des microvillosités et des 
mitochondries plus fines que celles des cellules de la région distale de la paire ventrale 














Figure 47 : Structure des tubes de Malpighi de Stomoxys calcitrans (Kongoro et al., 1991) 
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Ce sont les segments distaux et intermédiaires qui sont responsables de la production de 
l’urine primitive, dont les composés principaux sont l’ammoniac, l’urée et l’acide urique 
comme pour les vertébrés. Le calcium, le chlorure et le phosphate vont également être excrétés 
dans l’urine primitive. L’excrétion de ces métabolites s’effectue via la création d’un gradient 
osmotique au sein du lumen grâce à des pompes à proton ATP-dép. Ces déchets arrivent par la 
suite au pylore puis sont éliminés par voie rectale. A l’inverse, c’est au niveau des parties 
proximales que l’eau est réabsorbée. La longueur prédominante de la partie distale est retrouvée 
chez de nombreux insectes hématophages et semble être une adaptation au besoin d’éliminer 
rapidement l’excès de fluide amené par le repas sanguin (Kongoro et al., 1991).  
 Au-delà de leur rôle d’excrétion et de réabsorption, les tubes de Malpihgi sont également 
impliqués dans la régulation de l’homéostasie, du pH intestinal et de l’immunité (Cintra-




























Illustration 67 : Coupe histologique de pylore de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = pylore ; 2 = tube de Malpighi ; 3 = intestin moyen ; 4 = trachée  
Illustration 68 : Coupe histologique de tubes de Malpighi de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = tubes de Malpighi proximaux ; 2 = conduit commun ; 3 = intestin moyen ; 4 = trophocyte ; 5 = œnocyte ; 6 = trachée 























Illustration 70 : Coupe histologique de tube de Malpighi de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = fibre musculaire ; 2 = microvillosités ; 3 = lumen ; 4 = noyau cellulaire ; 5 = cellule épithéliale ; 6 = endocuticule ; 
7 = exocuticule et épicuticule ; 8 = soie ; 9 = trophocyte ; 10 = œnocyte 
Illustration 69 : Coupe histologique d'abdomen postérieur de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = tube de Malpighi ; 2 = lumen ; 3 = trophocytes ; 4 = œnocytes ; 5 = côlon ; 6 = ampoule rectale 












Illustration 72 : Coupe histologique de tube de Malpighi de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = fibre musculaire ; 2 = microvillosités ; 3 = lumen ; 4 = cellule épithéliale ; 5 = trachée ; 6 = côlon 
Illustration 71 : Coupe histologique de tube de Malpighi de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = fibre musculaire ; 2 = microvillosités ; 3 = lumen ; 4 = noyaux cellulaires 5 = cellule épithéliale 
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IV.7) Le tissu adipeux 
 Le tissu adipeux joue un rôle central dans le métabolisme des insectes. Organe 
dynamique d’origine mésodermique, il est principalement localisé dans l’hémocœle et dit alors 
périviscéral, se plaçant autour du tube digestif et des organes reproducteurs, ce qui permet des 
échanges facilités de métabolites avec l’hémolymphe. Le tissu adipeux est également sous 
pariétal et se retrouve ainsi associé au tégument que cela soit au niveau de la tête, du thorax ou 
de l’abdomen où il joue alors aussi le rôle de tissu conjonctif. Il est parcouru de nombreuses 
trachées permettant un apport conséquent d’oxygène en rapport avec sa forte activité 
métabolique (Illustrations 73 et 74) (Roma et al., 2010 ; Chapman et al., 2013) .  
 Ce tissu est composé en grande majorité de cellules appelées trophocytes. Ces cellules 
sont rondes à polygonales, possèdent un noyau large irrégulier et de très nombreuses vésicules 
et vacuoles contenant notamment des gouttelettes lipidiques. Les trophocytes vont souvent être 
associés aux œnocytes, cellules d’origine ectodermique, que cela soit au niveau du tissu adipeux 
pariétal ou périviscéral. Le rôle de ces cellules ovalaires n’est pas encore clairement objectivé. 
Il est supposé actuellement que les œnocytes auraient un anabolisme lipidique important pour 
la synthèse de l’épicuticule et auraient un impact sur la régulation de la croissance et le 
comportement trophique (Illustrations 75 et 76) (Roma et al., 2010 ; Chapman et al., 2013). 
 En plus d’être le lieu de stockage principal des lipides, le tissu adipeux est aussi le 
premier organe de synthèse des protéines. Ces deux activités seraient dissociées : le tissu 
adipeux pariétal réaliserait la synthèse et le stockage de lipides tandis que le tissu adipeux 
périviscéral synthétiserait et stockerait les protéines (Roma et al., 2010). Les lipides sont 
stockés sous forme de triglycérides et les chaînes carbonées sous forme de glycogène (Chapman 
et al., 2013). Le stockage puis le relargage de lipides est indispensable à la maturation des 
ovocytes au fur et à mesure que les stomoxes femelles consomment leurs repas de sang 
(Venkatesh et al., 1981).     
 Enfin, le tissu adipeux est parfois comparé au foie des vertébrés du fait de sa capacité 
de neutralisation et de détoxification de certaines substances en plus de sa capacité à synthétiser 
de nombreux métabolites (protéines, lipides, chaînes hydrocarbonées). C’est aussi un organe 
endocrinien qui participe au métabolisme des facteurs de croissance, de l’hormone juvénile et 
de l’ecdysone, hormone responsable de la mue qui est activée par une hydroxylation réalisée 
par le tissu adipeux (Roma et al., 2010 ; Chapman et al., 2013). 













Illustration 73 : Coupe histologique d'abdomen de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = œnocytes ; 2 = trophocytes ; 3 = tubes de Malpighi ; 4 = lumen ; 5 = intestin moyen ; 6 = fibre musculaire 
longitudinale ; 7 = cuticule ; 8 = cellule hypodermique ; 9 = soie ; 10 = trachée 
Illustration 74 : Coupe histologique d'abdomen de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = trophocytes ; 2 = gouttelettes lipidiques ; 3 = œnocytes ; 4 = trachées ; 5 = ampoule rectale ; 6 = papille 
rectale ; 7 = endocuticule ; 8 = épicuticule et exocuticule ; 9 = soie 
























Illustration 75 : Coupe histologique de tissu adipeux de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = œnocytes ; 2= trophocytes ; 3 = trachée ; 4 = tube de Malpighi ; 5 = lumen 
Illustration 76 : Coupe histologique de tissu adipeux de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = œnocytes ; 2 = trophocytes ; 3 = gouttelettes lipidiques ; 4 = trachée 
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IV.8) Muscles 
 Les muscles striés sont les seuls types de fibres musculaires présents chez les insectes. 
Ces derniers ne possèdent aucun muscle lisse même au niveau des faisceaux musculaires 
associés aux viscères. Les fibres musculaires sont composées de myocytes, longues cellules 
polynucléées de la longueur de la fibre elle-même (Illustration 77). Les myocytes sont entourés 
d’un sarcolemme, réunion entre la membrane cytoplasmique et la lame basale. Ces cellules 
hyperspécialisées contiennent les myofibrilles qui ont la capacité de se contracter. Ces 
myofibrilles vont être divisées en plusieurs unités contractiles que l’on appelle sarcomères. A 
leurs tours, les sarcomères se composent de filaments constitués de deux protéines principales : 
l’actine et la myosine. Par hydrolyse de l’ATP, ces filaments protéiques vont pouvoir glisser 
les uns par rapport aux autres entrainant la contraction du sarcomère, qui entraine la contraction 
de la myofibrille, entrainant la contraction du myocyte et de ce fait de la fibre musculaire toute 
entière (Chapman et al., 2013). 
 Chaque sarcomère possède la structure suivante (Figure 48) (Chapman et al., 2013) : 
- Ils sont délimités par deux disques Z, connectant les sarcomères les uns aux autres. 
Depuis les disques Z s’étendent les filaments d’actine qui rejoignent presque le centre 
du sarcomère. 
- La bande I, qui contient la partie proximale des filaments d’actine. 
- La bande A faisant la longueur des filaments de myosine. 
- Au centre se trouve la bande H composée uniquement de filaments de myosine sans 
filaments d’actine. 
Les longs et puissants muscles, tels que ceux responsables du vol, s’attachent au 
tégument par des excroissances et invaginations de la cuticule appelées apodèmes. Ils ont un 
rôle équivalent à celui des tendons chez les vertébrés mais sont 50 fois plus robustes. Une cellule 
épithéliale fait le lien entre l’apodème et le myocyte, elle est fortement liée aux deux via des 
desmosomes avec le myocyte et des hémidesmosomes avec l’apodème. Des microtubules 
relient les desmosomes aux hémidesmosomes, puis, à ce niveau partent des fibres d’attache 
rejoignant l’épicuticule en passant par un canal poraire qui traverse la procuticule. L’ensemble 
microtubule et fibre d’attache sont difficilement différenciables en histologie et sont souvent 
regroupés sous le nom de tonofibrilles (Figure 49, Illustrations 78 et 79) (Chapman et al., 2013).  









 Figure 49 : Liaison des fibres musculaires au tégument (Chapman et al., 2013) 
Figure 48 : Ultrastructure d'une fibre musculaire (Chapman et al., 2013) 
(a) : Coupe longitudinale au MET ; A = Bande A ; H = zone H ; I = bande I ; M = mitochondrie ; T = tubule 
transverse ; Z = ligne Z  
(b) : Schéma d'un sarcomère 
(c) : Représentation des filaments d’actine et de myosine 
(d) : Représentation d'une triade au MET ; DY = triade ; M = mitochondrie ; SR = réticulum sarcoplasmique ; 
T = tubule transverse  
(e) et (f) : Coupes transversales de muscle au MET 
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Les muscles des insectes sont divisés en trois catégories (Chapman et al., 2013) : 
- Les muscles squelettiques qui s’insèrent directement sur le tégument et permettent les 
mouvements entre différents segments et appendices. Eux-mêmes sont divisés en 
muscles synchrones et asynchrones. La contraction d’un muscle synchrone est 
uniquement commandée par le motoneurone innervant ce muscle ; cela concerne tous 
les muscles squelettiques exceptés les muscles indirects du vol. En effet, à l’opposé ces 
muscles sont asynchrones chez Stomoxys calcitrans comme pour l’ensemble des 
Diptères. Remplissant une bonne partie de la cavité thoracique, ils sont composés des 
muscles dorso-longitudinaux et des muscles dorso-ventraux. Ces deux groupes 
musculaires ont leurs fibres orientées orthogonalement et ne s’insèrent pas directement 
à la base des ailes. Pour ces muscles, le potentiel d’action du motoneurone n’est pas à 
lui seul suffisant pour déclencher la contraction. Il est en plus nécessaire qu’une force 
de tension soit apportée au muscle, tension créée par la contraction des muscles 
antagonistes. De cette manière, les muscles se contractent tour à tour en s’apportant à 
chaque fois la tension nécessaire pour que le groupe musculaire antagoniste puisse se 
contracter, le tout se comportant comme un oscillateur mécanique. La conséquence 
directe est la nette diminution du besoin en Ca2+ nécessaire à la contraction et ainsi la 
moindre présence de réticulum sarcoplasmique dans les myocytes. Cette place, ainsi 
libérée, permet d’avoir plus de myofibrilles et plus de mitochondries, ce qui explique 
pourquoi les muscles indirects du vol sont constitués des fibres musculaires les plus 
volumineuses de l’organisme mais en faible nombre (seulement six fibres pour les 
muscles dorso-longitudinaux chez la drosophile). A l’inverse des muscles indirects du 
vol, les muscles directionnels s’insèrent à la base des ailes et sont synchrones ; ils sont 
responsables de l’orientation des ailes permettant la finesse du vol (Figure 50, 
Illustrations 80 à 82) (Dickinson, 2005). 
- Les muscles viscéraux sont dits extrinsèques s’ils ont une attache tégumentaire ou 
intrinsèques s’ils sont seulement reliés aux viscères. Les myocytes ont la particularité 
d’être mononucléés. Ils sont associés au tractus digestif et aux organes reproducteurs 
(Illustration 83). 
- Les muscles cardiaques, composés d’une unique couche de myocytes mononucléés 
définissant des myofibrilles longitudinales et circulaires.  
 





Figure 50 : Système musculaire du vol d'un Diptère (Dickinson, 2005) 
Upstroke muscles = muscles dorso-ventraux ; Downstroke muscles = muscles dorso-longitudinaux ; 
IFM : muscles indirects du vol ; Steering muscles = Muscles directionnels 




Illustration 77 : Coupe histologique de fibre musculaire de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = sarcolemme ; 2 = myofibrille ; 3 = noyaux cellulaires ; 4 = trachée ; 5 = cellule épithéliale trachéenne 
Illustration 78 : Coupe histologique de thorax de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = apodème ; 2 = fibres musculaires ; 3 = endocuticule ; 4 = épicuticule et exocuticule ; 5 = soie 




Illustration 79 : Coupe histologique de fibre musculaire de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = myofibrille ; 2 = tonofibrilles ; 3 = endocuticule ; 4 = épicuticule et exocuticule ; 5 = soie 
Illustration 80 : Coupe histologique de corps entier de Stomoxys calcitrans HE x20 (Illustration originale) 
1 = tête ; 2 = thorax ; 3 = abdomen ; 4 = cerveau ; 5 = muscle dorso-longitudinal ; 6 = intestin moyen ; 7 = côlon ; 
8 = ampoule rectale ; 9 = tissu adipeux 




Illustration 81 : Coupe histologique de thorax de Stomoxys calcitrans HE x40 (Illustration originale) 
1 = muscles dorso-longitudinaux ; 2 = apodème ; 3 = sensille ; 4 = cuticule 
Illustration 82 : Coupe histologique de thorax de Stomoxys calcitrans HE x40 (Illustration originale) 
1 = muscles dorso-ventraux ; 2 = apodème ; 3 = cuticule 
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Illustration 83 : Coupe histologique d'intestin moyen de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = intestin moyen ; 2 = fibres musculaires viscérales ; 3 = trachée 
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 IV.9) Le système reproducteur 
  IV.9.1) Système reproducteur mâle 
 L’appareil reproducteur mâle de Stomoxys calcitrans possède une structure de base 
commune à l’ensemble des insectes. Il se compose de deux testicules de forme ovalaire entourés 
d’une gaine péritonéale et de tissu adipeux. De l’extrémité distale de chaque testicule part un 
canal déférent court et fin. Ces deux canaux se rejoignent en Y pour former le canal éjaculateur 
qui se termine par l’aedeagus, l’organe d’intromission. La particularité des stomoxes est qu’il 
n’existe pas de paire de glandes accessoires. En effet, c’est l’épithélium de la partie antérieure 
du canal éjaculateur qui forme une partie glandulaire produisant le liquide séminal, matériel 
englobant les spermatozoïdes et formant le sperme. Cette portion glandulaire joue donc le rôle 
de glande accessoire et va définir deux virages en U inversés avant de s’affiner fortement pour 
donner le canal éjaculateur à proprement parler. Ce canal croise le rectum dorsalement en 
passant de la gauche vers la droite avant de pénétrer dans l’aedeagus (Figure 51) (Tulloch, 












Figure 51 : Appareil reproducteur mâle de Stomoxys calcitrans (A- d’après Tulloch, 1906 et B- d’après Meola, 1982) 
A : T = testicule ; D = canal déférent ; CD = canal commun ; VS = vésicule séminale ; R = rectum ; RP = papille rectale 
B : T = testicule ; Tr = trachée ; VD = canal déférent ; FB = tissu adipeux ; N = nerf ; Ar = région antérieure du canal 
éjaculateur ; ED = canal éjaculateur ; A = aedeagus 
A B 
Page 160 sur 222 
 
 Les testicules des Diptères ne sont pas constitués de faisceaux de tubes séminifères mais 
forment un unique sac dont les follicules sont séparés les uns des autres de manière incomplète 
et se relient par une ouverture commune au canal déférent. Les parois folliculaires consistent 
en une mince couche de cellules épithéliales reposant sur une lame basale (Figure 52) (Chapman 
et al., 2013). Les follicules sont régionalisés selon la phase de la spermatogénèse et il est ainsi 
possible de définir quatre zones (Figure 53, Illustrations 84 et 85) (Dajoz, 2010) : 
- A l’extrémité distale se trouve le germanium, lieu de production et de multiplication des 
cellules germinales appelées spermatogonies ; 
- Puis vient la zone de croissance où les spermatogonies continuent de se multiplier et 
grossissent pour donner les spermatocytes de premier ordre ; 
- La méiose à lieu dans la zone dite de maturation et de réduction où les spermatocytes 
diploïdes subissent la réduction chromatique formant les spermatides haploïdes ; 
- Enfin à l’extrémité proximale se trouve la zone de transformation où les spermatides se 








Figure 52 : Coupe transversale d'un testicule de Diptère (Chapman et al., 2013) 
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Les canaux déférents sont composés d’une fine couche d’épithélium simple reposant sur 
une lame basale entourée de muscles circulaires. Lorsqu’ils s’ouvrent sur la glande accessoire, 
la nature de l’épithélium change brutalement : il devient glandulaire pavimenteux et est 
recouvert d’une fine couche d’intima produite par les cellules épithéliales de la jonction entre 
canal déférent et glande accessoire. Ces cellules glandulaires possèdent leur noyau proche du 
pôle basal et sont parcourues de canalicules qui se remplissent de liquide séminal au moment 
de sa production avant de l’expulser dans la lumière du canal éjaculateur. La partie antérieure 
du canal éjaculateur est également recouverte d’une couche de muscles viscéraux (Figure 54, 
Illustrations 86 et 87) (Meola, 1982). 
Figure 53 : Structure d'un follicule testiculaire (Chapman et al., 2013) 
Figure 54 : Coupe transversale de la portion antérieure du canal éjaculateur de Stomoxys calcitrans 48h 
après émergence au MET (Meola, 1982) 
L = lumen ; C = canalicule rempli de liquide séminal ; N = noyau ; M = muscles viscéraux 
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A l’émergence de l’imago, la lumière du canal éjaculateur est fermée ; elle commence 
à apparaître et à s’élargir 8h après l’émergence. Entre la 8ème et la 10ème heures après 
l’émergence le liquide séminal commence à être produit. La prise d’un repas de sang n’est pas 
nécessaire pour la maturation des spermatozoïdes mais est en revanche indispensable pour la 
production complète du liquide séminal par les cellules glandulaires de la glande accessoire 
(Anderson, 1978). Ceci explique pourquoi un stomoxe mâle devient fécond à la suite de son 
premier repas sanguin, ce qui a lieu généralement dans les vingt-quatre premières heures après 
l’émergence. Outre la production de liquide séminal, la glande accessoire a aussi la capacité de 





















Illustration 84 : Coupe histologique de testicule de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = gaine péritonéale ; 2 = germanium ; 3 = cellules germinales ; 4 = spermatogonies ; 5 = spermatocytes ; 
6 = spermatides ; 7 = spermatozoïdes 
Illustration 85 : Coupe histologique de testicule de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = spermatides ; 2 = spermatozoïdes ; 3 = gaine péritonéale 




Illustration 86 : Coupe histologique d'abdomen de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = portion glandulaire du canal éjaculateur ; 2 = ampoule rectale ; 3 = papille rectale ; 4 = trachée ; 5 = trachéole ; 
6 = œnocyte ; 7 = trophocyte 
Illustration 87 : Coupe histologique de canal éjaculateur de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = cellule glandulaire ; 2 = noyau cellulaire ; 3 = lame basale ; 4 = liquide séminal 
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  IV.9.2) Système reproducteur femelle 
 L’appareil reproducteur de Stomoxys calcitrans femelle peut être divisé en appareil 
interne et appareil externe. Comme pour le mâle, la structure de l’appareil interne femelle va 
être commune avec de nombreux autres insectes. Nous allons retrouver deux ovaires composés 
chacun de soixante ovarioles, appelés également tubes ovigères, arrangées de manière 
circonférentielle autour du centre de l’ovaire. Les ovaires sont entourés de nombreuses trachées 
qui se ramifient et se dispersent au travers des ovarioles. Les ovarioles sont rattachés à la cavité 
abdominale par des ligaments suspenseurs qui se fixent à la cuticule des tergites abdominaux. 
Ces ligaments sont formés par la réunion de filaments terminaux situés à la base des ovarioles. 
Chaque ovariole possède un filament terminal, composé d’une lame basale aux propriétés 
élastiques appelée tunica propria. A l’opposé, les ovarioles se rétrécissent au niveau de leur 
extrémité proximale en un tube fin nommé pédicelle. Les pédicelles s’ouvrent sur un calice, 
base élargie de l’oviducte latéral (Figure 55) (Tulloch, 1906 ; Cook, 1992 ; Chapman et al., 
2013). Les oviductes latéraux, partant chacun d’un des deux ovaires, se rejoignent en Y pour 
former l’oviducte commun qui possède une forme de large conduit tubulaire. Ce dernier se 
poursuit postérieurement jusqu’au vagin qui est de même largeur que l’oviducte commun et 
s’étend le long de l’oviscapte sur sa ligne médiane. A la jonction entre l’oviducte commun et le 
vagin s’insèrent une paire de glandes accessoires et deux spermathèques (Figure 56) (Tulloch, 













Figure 55 : Ovaire de Stomoxys calcitrans (modifiée d'après Tulloch, 1906) 
1 = filament terminal ; 2 = ovariole ; 3 = pédicelle ; 4 = calice 
















L’oviscapte, ou ovipositeur tubulaire, constitue la partie externe de l’appareil 
reproducteur femelle. Il est constitué de trois segments enchâssés dans le pré-abdomen et 
recouverts d’une fine cuticule. Ces segments ont la capacité de s’extérioriser lorsque la femelle 
est gorgée de sang et va pondre (Illustration 24). Lorsque l’oviscapte s’étend hors de l’abdomen, 
le vagin l’accompagne à l’intérieur, ayant la capacité lui aussi de se distendre. En face ventrale, 
les trois segments de l’ovipositeur présentent des nervures chitineuses sombres. Le premier et 
second segment en possèdent deux latérales et une médiale. Le dernier segment n’en possède 
que deux médiales mais celui-ci va porter deux processus en forme de palpe recouverts de soies. 
Ces nervures chitineuses renforcent les segments de l’oviscapte et servent de point d’attache 
aux muscles permettant sa protrusion et sa rétraction. La partie terminale du rectum est dorsale 
au vagin et rejoint l’anus placé entre le tergite terminal et le dernier segment de l’oviscapte 
(Figures 57 et 58, Illustrations 88 et 89) (Tulloch, 1906). 
Figure 56 : Appareil reproducteur femelle de Stomoxys calcitrans (Cook, 1992) 




Les ovocytes se développent au sein des ovarioles. Chaque ovariole ne possède jamais 
plus de cinq ou six ovocytes en développement à des stades différents. Suivant le degré de 
maturation des ovocytes, les ovaires peuvent occuper jusqu’à la moitié du volume de l’abdomen 
chez la femelle. Chez Stomoxys calcitrans, comme pour l’ensemble des représentants de l’ordre 
des holométaboles, les ovarioles sont de type méroïstique polytrophique (Figure 59) (Dajoz, 
2010). En effet, au niveau du germanium, base de chaque ovariole, les cellules germinales 
appelées ovogonies se divisent en deux cellules sœurs : un ovocyte et une cellule nourricière, 
ou trophocyte, qui va rester au contact de l’ovocyte durant tout son développement et migrer 
avec lui dans l’ovariole. Au fur et à mesure de la maturation de l’ovocyte, la cellule nourricière 
se divise donnant au final un nombre de trophocytes associé à l’ovocyte caractéristique pour 
chaque espèce. Ovocyte et trophocytes migrent ainsi à l’intérieur du même follicule composé 
d’un épithélium simple cubique aminci au niveau des trophocytes. Cet épithélium est percé 
d’un pore médian entre les trophocytes et l’ovocyte permettant ainsi l’échange d’éléments 
nourriciers. L’apport nutritif de l’ovocyte s’effectue au sein du vitellarium, seconde partie de 
l’ovariole qui fait immédiatement suite au germanium. En effet, le tissu adipeux environnant 
va produire une grande quantité de gouttelettes de vitellus qui vont être exportées vers l’ovocyte 
Figure 57 : Oviscapte de Stomoxys calcitrans intériorisé dans 
l'abdomen (Tulloch, 1906) 
O = ovaires ; RO = oviducte latérale ; CO = oviducte commun ; 
U = vagin ; R = rectum ; RS = spermathèque ; OP = oviscapte 
Figure 58 : Oviscapte de Stomoxys calcitrans extériorisé de 
l’abdomen (Zumpt, 1973) 
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au niveau du vitellarium. La taille de l’ovocyte va ainsi être multipliée par 100 000 entre le 
moment où il quitte le germanium et le moment où il est expulsé dans l’oviducte.  L’ovocyte 
est toujours proximal aux trophocytes (Illustrations 90 à 92) (Chapman et al., 2013). Chaque 
ovariole est entourée d’une gaine de tissu conjonctif et d’un fin réseau de fibres musculaires 













Les oviductes latéraux et communs possèdent une structure similaire : un épithélium 
simple cubique, présentant des microvillosités au pôle apical et des invaginations au pôle basal, 
recouvert d’intima, reposant sur une lame basale et entouré de fibres musculaires. Le nombre 
de couches ainsi que la structure des fibres musculaires varient selon la portion de l’oviducte 
(Cook, 1992).   
Les glandes accessoires ont une forme tubulaire et possèdent une extrémité bulbeuse. 
Cette extrémité est rattachée à l’oviducte latéral correspondant par deux ligaments très courts. 
Les glandes débouchent au niveau du tractus génital via un conduit court et fin. La partie 
tubulaire consiste en un épithélium glandulaire (Illustration 93). Leur rôle est de produire un 
Figure 59 : Ovariole de type méroïstique polytrophique (Chapman et al., 2013) 
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matériel enveloppant les œufs, favorisant leur fertilité et les protégeant de la dessiccation et des 
prédateurs (Degrugillier et Grosz, 1981).  
Les spermathèques sont composées d’une chambre sphérique reliée à la jonction 
oviducte commun - vagin par un canal très fin. Les deux tiers de ces canaux sont entourés d’une 
couche de cellules glandulaires ressemblant à une chaussette. Les deux chambres sont attachées 
l’une à l’autre. Les spermathèques  sont d’origine ectodermique et sont recouvertes d’intima 
sur toute leur longueur. Cette cuticule est plus épaisse au niveau des chambres et plus fine et 
souple au niveau des canaux (Illustration 94). Les spermathèques ont pour fonction de conserver 
les spermatozoïdes au niveau des chambres, les nourrir et les relarguer lorsque les ovocytes sont 
fertiles (Pascini et Martins, 2017). 
 
  




Illustration 88 : Coupe histologique d'abdomen postérieur de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = oviscapte internalisé ; 2 = vagin ; 3 = fibres musculaires ; 4 = glande accessoire 5 = follicule ovarien ; 6 = tissu adipeux ; 
7 = cuticule 
Illustration 89 : Coupe histologique d'oviscapte de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = oviscapte extériorisé ; 2 = nervures chitineuses ; 3 = tissu adipeux ; 4 = ovocyte ; 5 = épithélium folliculaire 




Illustration 90 : Coupe histologique d'ovaire de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = follicule ovarien ; 2 = ovocytes matures ; 3 = cellules nourricières 
Illustration 91 : Coupe histologique d'ovaire de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = ovocyte immature ; 2 = cellules nourricières ; 3 = épithélium folliculaire ; 4 = gouttelettes de 
vittelus ; 5 = trachées 




Illustration 92 : Coupe histologique de follicule ovarien de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = épithélium folliculaire ; 2 = cellule nourricière ; 3 = ovocyte ; 4 = vésicule germinale ; 5 = gouttelettes de vitellus 
Illustration 93 : Coupe histologique de glandes accessoires de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = matériel produit par la glande ; 2 = épithélium glandulaire ; 3 = tubes de Malpighi ; 4 = trophocytes ; 5 = œnocytes 























Illustration 94 : Coupe histologique de spermathèques de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = spermathèques ; 2 = spermatozoïdes ; 3 = intima ; 4 = glande accessoire ; 5 = épithélium glandulaire ; 6 = fibre musculaire 
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 IV.10) Le système circulatoire 
L’appareil circulatoire des insectes est bien moins complexe que celui des vertébrés. Il 
est en effet réduit à un unique vaisseau dorsal qui, au niveau de l’abdomen, constitue le cœur, 
ou tube cardiaque, puis au niveau du thorax et de la tête constitue l’aorte (Illustration 95). Dans 
l’abdomen, le tube cardiaque est compris entre le tergite et le diaphragme dorsal, aussi appelé 
septum péricardique, sur lequel il repose. Le cœur est suspendu au tergite par des cordages de 
tissu conjonctif et il est supporté par le diaphragme dorsal qui lui-même est ancré au tergite par 
quatre paires de muscles aliformes qui rayonnent latéralement. Le diaphragme dorsal est 
constitué de fibres musculaires longitudinales qui s’étendent du premier au cinquième segment 
abdominal. Il sépare le cœur de l’hémocœle et définit ainsi le sinus péricardique. Divisé en 
quatre ventricules, le cœur de Stomoxys calcitrans possèdent trois ostia, chacun sur un segment 
abdominal différent, par lesquels l’hémolymphe libre dans la cavité abdominale est aspirée par 
succion du fait de la contraction des muscles aliformes (Figure 60). L’hémolymphe sera ensuite 
propulsée vers l’avant par la contraction des ventricules. Les ventricules sont séparés entre eux 
par des valvules. Les lèvres antérieures et postérieures des ostiums sont orientées de telle sorte 
que l’hémolymphe puisse pénétrer le cœur lors de la diastole mais ne puisse pas s’échapper lors 
de la systole (Cook et Meola, 1983 ; Dajoz, 2010).  
Figure 60 : Vue ventro-latérale du cœur de Stomoxys calcitrans (Cook et Meola, 1983) 
Dd = diaphragme dorsal ; Hc = cœur ; AM = muscles aliformes ; Os = ostium ; IM = muscles inter segmentaires 
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Le myocardium, tissu du tube cardiaque capable de se contracter, est composé d’une 
unique couche de fibres musculaires circulaires arrangées en deux rangées de cardiomyocytes 
semi-circulaires. En coupe transversale, les cardiomyocytes apparaissent comme étant joints 
pas deux disques Z passant par l’axe ventro-dorsal (Figure 61) (Hillyer et Pass, 2020). Le cœur 
reste en position dorsale au niveau de l’abdomen puis au niveau du thorax et de la tête, l’aorte 
s’éloigne du tergite et se rapproche de l’intestin moyen thoracique en le suivant dorsalement 









Des cellules péricardiques, également appelées néphrocytes, reposent le long du 
diaphragme dorsal, du cœur et des muscles aliformes. Ces cellules d’origine mésodermique 
absorbent puis dégradent des substances protéiques que les tubes de Malpighi ne peuvent pas 
prendre en charge. Une fois métabolisées par les néphrocytes et rejetées dans l’hémolymphe, 
ces substances pourront être extraites par les tubes de Malpighi (Cook et Meola, 1983 ; Dajoz, 
2010 ; Chapman et al., 2013). Du tissu adipeux entoure également le vaisseau dorsal. 
Le système circulatoire des insectes est un système ouvert à faible pression. Ainsi, en 
complément du vaisseau dorsal, il existe des organes accessoires pulsatiles situés à la base de 
plusieurs appendices qui permettent d’améliorer le flux d’hémolymphe à l’intérieur de ces 
organes. Chez les Diptères, les ailes mésothoraciques possèdent à leur base un réservoir 
d’hémolymphe associé à un système de pompe musculaire connecté à la veine postérieure de 
l’aile (Figure 62). Un organe pulsatile est également présent à la base des antennes. Les pattes 
présentent un septum longitudinal qui divise la lumière en deux sinus permettant ainsi un flux 
1  
2 
Figure 61 : Structure du myocardium (Hillyers et Pass, 2020) 
1 = cardiomyocyte ; 2 = disque Z 
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bidirectionnel de l’hémolymphe. Cependant à ce jour, il n’a pas été mis en évidence d’organe 
pulsatile au niveau des pattes des Diptères, comparé aux Orthoptères ou Hémiptères (Pass, 











Les cellules circulant dans l’hémolymphe sont les hémocytes (Illustration 96). Ils sont 
d’origine mésodermique. Il en existe sept types différents : les prohémocytes (cellules souches 
précurseurs des autres hémocytes), granulocytes, plasmatocytes, sphérulocytes, 
adipohémocytes, œnocytoïdes et coagulocytes. Histologiquement difficiles à différencier, ces 
cellules ont des rôles variés : ce sont des acteurs de l’immunité, elles assurent la coagulation, le 
transport d’éléments nourriciers (notamment le tréhalose, premier sucre source d’énergie), elles 
participent à l’histolyse qui accompagne la métamorphose, elles détoxifient l’organisme ou 
encore encapsulent les parasites (Dajoz, 2010). En plus des fonctions remplies par les 
hémocytes, l’hémolymphe constitue également un réservoir d’eau et assure l’équilibre 
osmotique du corps de l’insecte (Chapman et al., 2013). Chez le stomoxe l’hémolymphe ne 
joue pas de rôle dans le transport d’oxygène, cette fonction est assurée par le système trachéen 
(cf IV.11). 
 
Figure 62 : Organe pulsatile alaire de Diptère (Chapman et al., 2013) 
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Illustration 95 : Coupe histologique de thorax antérieur de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = tube cardiaque ; 2 = proventricule ; 3 = intestin moyen thoracique ; 4 = glande salivaire ; 5 = trophocytes ; 
6 = muscle dorso-longitudinal 
Illustration 96 : Coupe histologique de l’aorte de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = tube cardiaque ; 2 = fibre musculaire ; 3 = hémocyte ; 4 = cardia ; 5 = entérocytes ; 6 = membrane 
péritrophique ; 7 = trophocyte 
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 IV.11) Le système respiratoire 
 La respiration des insectes se réalise via un réseau de trachées : on parle de respiration 
trachéenne. Les trachées sont des invaginations ectodermiques tubulaires recouvertes à 
l’intérieur par une fine cuticule en continuité avec celle de l’exosquelette. Le système trachéal 
s’ouvre à l’extérieur au niveau des stigmates, orifices placés sur le thorax et l’abdomen. 
Stomoxys calcitrans possède deux paires de stigmates sur le thorax, une placée en avant de 
l’épisterne et l’autre sous les cuillerons, et 4 paires au niveau de l’abdomen qui se situent sur 
chaque segment à la jonction entre tergite et sternite (Illustrations 97 et 98). 
 Les stigmates ne se réduisent pas à de simples ouvertures. L’orifice débouche sur une 
chambre nommée atrium au niveau de laquelle la trachée s‘insère. Les parois de l’atrium 
possèdent des extensions cuticulaires ayant le rôle de filtre. De plus, un système de valve sous 
commande musculaire sépare la chambre de l’entrée de la trachée (Figure 63 et Illustration 99). 
L’ouverture ou la fermeture de cette valve est contrôlée par le système nerveux central qui 
s’adapte en fonction de la concentration en O2, CO2 et acide lactique. L’ensemble constitué par 
les filtres et la valve permet d’empêcher la poussière, les micro-organismes ou l’eau d’entrer. 
La capacité de fermeture du stigmate protège de la dessiccation. La dissociation entre 
l’ouverture et la fermeture des stigmates thoraciques et abdominaux permet une ventilation 













Figure 63 : Stigmate d'insecte (Dajoz, 2010) 
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 Deux gros troncs trachéens appelés troncs latéraux longitudinaux, issus des trachées 
primaires de stigmates voisins, s’étendent de chaque côté du corps du stomoxe (Illustration 
100). Ils s’anastomosent transversalement pour former de part et d’autre du tube cardiaque les 
troncs dorsaux longitudinaux et de part et d’autre du nerf abdominal médian les troncs 
longitudinaux ventraux. Chacun de ces troncs trachéens se ramifie par la suite de manière 
indépendante (Figure 64). Au niveau du thorax et de la tête, le système trachéal va se distendre 
pour former les sacs aériens (Illustration 101). Ces sacs constituent une réserve d’air et donc 
d’oxygène aux muscles durant le vol. Par compression du thorax et de l’abdomen ils vont 
également favoriser la circulation de l’air par ventilation mécanique. Enfin, les sacs aériens 














  Figure 64 : Organisation du système trachéen d'un Diptère (Chapman et al., 2013) 
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Plus le système trachéal se ramifie et progresse à l’intérieur du corps du stomoxe et plus 
le diamètre des tubes devient étroit, jusqu’à aboutir aux trachéoles dont le diamètre est de 
l’ordre du micromètre (Illustration 102). Lorsque les trachéoles se terminent en cul de sac on 
parle de trachéoles terminales. C’est au niveau des trachéoles que se réalisent les échanges 
gazeux avec les cellules environnantes. En effet, d’une part les trachéoles présentent un rapport 
élevé de leur surface sur leur volume ce qui accroit les capacités de diffusion de l’O2 et du CO2. 
D’autre part, elles sont recouvertes d’une intima extrêmement fine faisant entre 16 et 20 nm et 
composée uniquement d’épicuticule externe. La plupart des trachéoles sont extracellulaires 
mais pour certains muscles du vol elles pénètrent profondément à l’intérieur des fibres 
musculaires par des invaginations des membranes cytoplasmiques. La densité de trachéole au 
niveau d’un tissu est fonction du besoin en oxygène de ce tissu et donc de son activité 
métabolique. Les plus fortes densités sont observées au niveau des muscles du vol et du 
neuropile (Chapman et al., 2013).  
La cuticule interne des trachées est composée d’épicuticucle avec une fine couche 
d’exocuticule chitinisée en dessous. Elles sont maintenues ouvertes par des filaments élastiques 
spiralés appelés taenidies, perpendiculaires à l’axe de la trachée et qui s’étendent sur toute la 
longueur de chaque tube. La cuticule qui compose les taenidies est sclérosée. Ces formations 
empêchent le collapsus des trachées. La cuticule des trachées est produite par la sécrétion de 
cellules épithéliales aplaties disposées tout autour des tubes et reposant sur une lame basale 









Figure 65 : Ultrastructure des trachéoles d'insectes (Chapman et al., 2013) 




















Illustration 97 : Abdomen de Stomoxys calcitrans en vue ventrale (Illustration originale) 
1 à 4 = stigmates abdominaux 
Illustration 98 : Thorax de Stomoxys calcitrans en vue latérale droite (Illustration originale) 
1 = stigmate antérieur ; 2 = stigmate postérieur 




Illustration 99 : Coupe histologique de stigmate de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = stigmate ; 2 = filtre ; 3 = atrium ; 4 = valve ; 5 = trachée ; 6 = endocuticule ; 7 = épicuticule et 
exocuticule ; 8 = trophocyte 
Illustration 100 : Coupe transversale de tronc trachéen de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = tronc trachéen ; 2 = trachée ; 3 = taenidie ; 4 = endocuticule ; 5 = épicuticule et exocuticule ; 6 = soie 





Illustration 101 : Coupe histologique de tête de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = sac aérien ; 2 = trachée ; 3 = cerveau ; 4 = gaine nerveuse ; 5 = tissu adipeux 
Illustration 102 : Coupe histologique de trachée de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = trachée ; 2 = taenidie ; 3 = trachéole ; 4 = tube de Malpighi ; 5 = trophocyte 




















Illustration 103 : Coupe histologique de trachée de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = trachée ; 2 = cellule épithéliale trachéenne ; 3 = taenidie 
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IV.12) Le système nerveux 
  IV.12.1) Cellules nerveuses 
 Comme pour les vertébrés, l’unité fonctionnelle du système nerveux du stomoxe est le 
neurone. Bien que les neurones puissent être spécialisés, la même structure de base est toujours 
retrouvée : un corps cellulaire, ou soma, contenant le noyau et des prolongements 
cytoplasmiques qui constituent les axones et les dendrites. Les dendrites conduisent le message 
nerveux afférent au corps cellulaire tandis que les axones conduisent le message nerveux 
efférent. Un corps cellulaire peut avoir plusieurs dendrites mais aura toujours une unique large 
fibre axonale. La majorité des neurones du système nerveux central (SNC) des insectes sont 
unipolaires, présentant une unique projection depuis le soma : ce sont des motoneurones. Les 
neurones bipolaires sont des neurones sensitifs qui reçoivent un stimulus environnemental ou 
organique et le conduisent jusqu’à un ganglion. Dernier type de cellule nerveuse, les neurones 
multipolaires qui possèdent de multiples dendrites et servent de relai entre les neurones sensitifs 
et moteurs au niveau du SNC (Figure 66) (Chapman et al., 2013). La transmission du message 
nerveux s’effectue au niveau des synapses via l’exocytose de neurotransmetteurs communs 
avec les vertébrés (GABA, acéthylcholine, sérotonine…). Chaque neurone est enveloppé par 
une ou plusieurs cellules gliales excepté au niveau des ramifications les plus fines et des 
synapses. D’origine ectodermique, ces cellules s’enroulent autour des neurones pour former de 
véritables gaines, leur assurant protection et nutrition. Il existe différents types de cellules 
gliales suivant si elles sont associées à la périnèvre, aux fibres nerveuses, au neuropile ou aux 







 Figure 66 : Catégories des neurones (Chapman et al., 2013) 
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 Que cela soit pour le cerveau ou les ganglions, l’agencement des cellules nerveuses est 
identique. Les corps cellulaires sont regroupés à la périphérie et forment ainsi le cortex. Au 
centre se trouve le neuropile constitué par l’ensemble des fibres nerveuses, dendrites et axones 
associés à leurs cellules gliales, des neurones du cortex. Le neuropile constitue le site 
d’intégration synaptique. Autour de chaque ganglion se trouve une couronne de cellule gliale : 
la périnèvre. Les cellules gliales de la périnèvre sont d’origine mésodermique contrairement 
aux autres cellules gliales des fibres nerveuses par exemple qui sont d’origine ectodermique. 
La périnèvre est l’équivalent de la barrière méningée, elle va ainsi filtrer les substances de 
l’hémolymphe qui parviennent jusqu’au cortex. A l’extérieur de la périnèvre se trouve une lame 
basale nommée lame neurale. Elle constitue un soutien mécanique au SNC. L’ensemble 
périnèvre et lame neurale forme la gaine nerveuse (Figure 67 et Illustrations 104 à 106) 















Figure 67 : Structure générale ganglionnaire (Chapman et al., 2013) 
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IV.12.2) Système nerveux central 
 Le SNC de Stomoxys calcitrans est composé du cerveau, du ganglion sous-œsophagien 
et du ganglion thoraco-abdominal. Le cerveau se situe dans la tête en position dorsale, il se 
compose de trois régions distinctes : le protocerebrum ou cerveau antérieur, le deutocerebrum 
ou cerveau moyen et le tritocerebrum ou cerveau postérieur (Figure 68). Chacune de ces trois 
régions est constituée de deux lobes symétriques à l’axe antéro-postérieur, le cerveau est donc 
formé par la réunion de six ganglions. La liaison entre les deux lobes d’une même région est 
assurée par des faisceaux de fibres nerveuses transversales appelées commissures (Dajoz, 















Figure 68 : Cerveau d’insecte (Chapman et al., 2013) 
(a) = Vue antérieure ; (b) = Vue latérale gauche 
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Le protocerebrum constitue la région la plus volumineuse du cerveau. Il est formé de 
deux lobes volumineux se prolongeant jusqu’aux lobes optiques qui s’y insèrent latéralement. 
Au centre de ces lobes se situe une région appelée le pars intercerebralis d’où partent les nerfs 
ocellaires. Le cerveau antérieur est ainsi le centre de la vision chez Stomoxys calcitrans. Autour 
du pars intercerebralis se trouve deux corps pédonculés faisant connexion avec tous les centres 
nerveux du cerveau. Ils sont aussi impliqués dans la réception de messages nerveux gustatifs, 
olfactifs et sociaux. En effet, les corps pédonculés vont être d’autant plus volumineux que le 
comportement de l’insecte est complexe : ils sont particulièrement développés chez les insectes 
vivant en colonie tels que les abeilles ou fourmis mais sont plus atrophiés chez les Diptères tels 
que les stomoxes. Le deutocerebrum est formé de deux lobes antennaires qui contiennent les 
centres sensitifs et moteurs des antennes. La taille de ces lobes est fonction du nombre de 
sensille sur les antennes. Les lobes du tritocerebrum se situent au-dessous des lobes du 
deutocerebrum et sont de plus petite taille que les lobes du cerveau antérieur ou moyen. Ces 
deux lobes, séparés par l’œsophage, sont reliés par la commissure tritocérébrale qui passe au-
dessus de ce dernier. Depuis chaque lobe part une branche du collier péri-œsophagien qui 
rejoint le ganglion sous-œsophagien. Depuis le tritocerebrum partent des fibres sensitives et 
motrices vers le labre et le ganglion frontal (Illustration 107) (Dajoz, 2010 ; Chapman et al., 
2013). 
 Le ganglion sous-œsophagien est placé ventralement à l’œsophage et relié au cerveau 
par le collier péri-œsophagien qui s’insère sur le tritocerebrum (Illustration 108). Résultant de 
la fusion de plusieurs ganglions primitifs, il innerve les palpes maxillaires, le labium et les 
glandes salivaires. Relié par un connectif de fibres nerveuses au ganglion sous-œsophagien, le 
ganglion thoraco-abdominal se situe dans le tiers antérieur du thorax, en position ventrale, situé 
entre le sternite et le diaphragme ventral. Chez les Diptères cyclorraphes, il correspond à la 
réunion des ganglions prothoracique, mésothoracique, métathoracique et abdominaux présents 
chez les autres espèces d’insectes (Figure 69 et Illustration 109). Six paires de nerfs partent de 
ce ganglion pour innerver les muscles thoraciques. Du ganglion thoraco-abdominal naissent 
également les nerfs moteurs des pattes et y aboutissent les nerfs sensitifs des sensilles du thorax 
et des appendices locomoteurs (Dajoz, 2010 ; Chapman et al., 2013). Le nerf abdominal médian 
part de l’extrémité postérieure du ganglion thoraco-abdominal et s’étend le long de l’abdomen 
en étant accolé au sternite (Illustration 110). Il se ramifie à chaque segment abdominal en une 
paire de nerfs qui iront innerver les muscles abdominaux, le tube digestif et les organes 
reproducteurs (Tulloch, 1906 ; Cook et al., 1991).  














  IV.12.3) Le système nerveux sympathique 
 Le système nerveux sympathique (SNS) est en lien direct avec les SNC. En effet, le 
ganglion frontal, principal ganglion de ce système, est directement relié au tritocerebrum via 
les connectifs frontaux. Situé dorsalement à l’œsophage, il est relié au ganglion hypocérébral, 
deuxième ganglion constitutif du SNS, par le nerf récurrent. Le ganglion hypocérébral est 
compris entre le corps allate et le corps cardiaque (Figure 68). Le SNS innerve les muscles de 
l’intestin antérieur et de l’intestin moyen. Il jouerait également un rôle dans la signalisation 





Figure 69 : Système nerveux central d'un Diptère cyclorraphe (Chapman et al., 2013) 
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  IV.12.4) Glandes neuroendocriniennes : corps allate et corps cardiaque 
 Le corps allate et le corps cardiaque sont des glandes neuroendocriniennes 
caractéristiques des insectes en lien direct avec le SNC. Ces deux organes font partie du système 
rétrocérébral situé dans le prothorax. Chez les Diptères supérieurs tels que Stomoxys calcitrans, 
les corps cardiaque et allate sont impairs : chacun est constitué d’un unique ganglion. Le corps 
cardiaque est situé entre l’aorte et l’œsophage et est dorsal au corps allate. Le corps allate se 
situe juste au-dessus de l’œsophage et est relié au ganglion sous-œsophagien par un nerf fin. 
Les deux corps sont reliés entre eux par des fibres nerveuses. Ils présentent une structure 
ganglionnaire classique avec le neuropile au centre entouré du cortex. Le corps allate synthétise 
l’hormone juvénile qui a pour effet de réguler la métamorphose, le développement général et 
de permettre la maturation des ovocytes. Le corps cardiaque stocke et relargue des hormones 
produites par les cellules neurosécrétrices du cerveau par lequel il est relié via des fibres 
nerveuses (Meola et al., 1999 ; Chapman et al., 2013) .  
 
  




Illustration 104 : Coupe histologique de cerveau de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = neuropiles ; 2 = cortex ; 3 = gaine nerveuse ; 4 = trachée ; 5 = cellule gliale 
Illustration 105 : Coupe histologique de cerveau de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = neuropile ; 2 = cortex ; 3 = cellules gliales ; 4 = gaine nerveuse  




Illustration 106 : Coupe histologique de cerveau de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = neuropile ; 2 = nerf ; 3 = cellules gliales ; 4 = corps cellulaire ; 5 = gaine nerveuse  
Illustration 107 : Coupe histologique de tête de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = cerveau ; 2 = gaine nerveuse ; 3 = nerf antennaire ; 4 = tissu adipeux 




Illustration 108 : Coupe histologique de tête de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = neuropile du cerveau ; 2 = ganglion sous-œsophagien ; 3 = cortex ; 4 = gaine nerveuse ; 5 = œsophage  
Illustration 109 : Coupe histologique de ganglion thoraco-abdominal de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = neuropiles ; 2 = cortex ; 3 = nerf ; 4 = fibres musculaires 
Notez la réunion des neuropiles appartenant à des ganglions différents chez d’autres espèces 
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Illustration 110 : Coupe histologique de thorax antérieur de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = ganglion thoraco-abdominal ; 2 = nerf abdominal médian ; 3 = gaine nerveuse ; 4 = proventricule ; 5 = glande salivaire  
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 IV.13) Les yeux 
 Stomoxys calcitrans possède les deux types d’yeux que l’on peut trouver chez les 
insectes : des yeux simples et des yeux composés (Illustration 111). 
  IV.13.1) Les yeux composés 
 Les yeux composés sont deux grands yeux latéraux qui se situent de part et d’autre de 
la tête. Ils sont qualifiés de dichoptiques chez le stomoxe car ils ne se rejoignent pas au niveau 
du vertex (Duvallet et al., 2017). Un dimorphisme sexuel peut être observé au niveau des yeux 
composés : l’écartement est plus important pour la femelle que pour le mâle (cf III.2.1). Ils sont 
nommés ainsi car ils sont constitués de la réunion de multiples unités fonctionnelles nommées 
ommatidies qui forment un maillage hexagonal. Les ommatidies se comptent par milliers pour 
chaque œil. Une ommatidie est composée des éléments suivants (Figure 70 et Illustrations 112 
à 114) (Dajoz, 2010 ; Chapman et al., 2013) : 
- Une cornée cuticulaire transparente biconvexe hexagonale synthétisée par des cellules 
épithéliales cornéagènes 
- En dessous de chaque cornée se trouvent quatre cellules cristaliniennes, appelées aussi 
cellules de Semper, qui constituent le cristallin. Elles sont encadrées par les cellules 
pigmentaires iridiennes ou cellules pigmentaires primaires. 
- Puis viennent de longs neurones photorécepteurs appelés cellules rétiniennes, on en 
compte entre six et huit par ommatidie. De chaque cellule part un axone qui traverse 
une lame basale. Les marges latérales adjacentes à l’axe de l’ommatidie de ces neurones 
présentent des microvillosités qui s’entremêlent et s’alignent pour former le rhabdome. 
Cette structure originale guide la lumière à l’intérieur de l’ommatidie et optimise sa 
réception. Le rhabdome des Diptères est dit « ouvert » car les plaques de microvillosités 
des photorécepteurs ne sont pas totalement fusionnées par endroits. Les cellules 
rétiniennes sont entourées par des cellules pigmentaires secondaires. 
La structure des ommatidies est différente suivant si l’insecte est diurne ou nocturne. 
Pour les insectes diurnes tels que Stomoxys calcitrans, on constate que des cellules pigmentaires 
forment un manchon tout le long de l’ommatidie. Les yeux composés sont alors dits à vision en 
apposition (Dajoz, 2010). 
Page 198 sur 222 
 
 
 Les axones des cellules rétiniennes se prolongent jusqu’au lobe optique qui consiste en 
l’enchaînement de trois neuropiles : la lamina, la medulla et la lobula. Ces neuropiles sont reliés 
par des fibres nerveuses formant le chiasma externe et le chiasma interne. L’image est renversée 
de la lamina vers la médulla puis renversée de nouveau de la médulla vers la lobula (Figure 71, 
Illustrations 115 et 116) (Chapman et al., 2013).  
 Les yeux composés ont une résolution spatiale très mauvaise mais qui est compensée 
par une résolution temporelle très rapide et une vision à 360°. Le spectre des couleurs visibles 
est étendu du côté des ultra-violets, les stomoxes sont ainsi capables de percevoir des longueurs 
d’ondes inférieures à 300 nm (Dajoz, 2010).  
 
 
Figure 70 : Structure d'un œil composé (Chapman et al., 2013) 
(a) = section d’un œil composé ; (b) = structure d’une ommatidie 













IV.13.2) Les ocelles 
En plus des yeux composés, Stomoxys calcitrans possède trois ocelles disposés en 
triangle au niveau de l’épicrâne. Un ocelle possède une unique cornée cuticulaire épaisse 
biconvexe synthétisée par des cellules épithéliales cornéagènes. En dessous de cette cornée se 
trouvent des cellules photoréceptrices sans arrangement réguliers depuis lesquelles partent des 
rhabdomes. Depuis chaque photorécepteur est émis un axone qui traverse la lame basale de 
l’ocelle pour arriver au sein d’un plexus synaptique. Au sein de ce plexus, les axones réalisent 
des connexions avec des neurones intermédiaires qui se distribuent dans différentes zones du 
cerveau (Figure 72 et Illustrations 117 à 119) (Dajoz, 2010 ; Chapman et al., 2013). Les ocelles 
apportent des informations concernant les variations d’intensité lumineuse. Ainsi, la détection 
immédiate d’un obstacle permet aux stomoxes de changer rapidement la trajectoire de leur vol. 
 
 
Figure 71 : Structure du lobe optique (Chapman et al., 2013) 























Figure 72 : Structure d'un ocelle (Chapman et al., 2013) 

















Illustration 111 : Yeux de Stomoxys calcitrans (Illustration originale) 
1 = yeux composés ; 2 = ocelles 
Illustration 112 : Coupe histologique de tête et de thorax de Stomoxys calcitrans HE x40 (Illustration originale) 
1 = œil composé ; 2 = lamina ; 3 = thorax ; 4 = muscles dorso-ventraux 




Illustration 113 : Coupe histologique d'œil composé de Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = cornée cuticulaire ; 2 = œil composé ; 3 = lame basale ; 4 = axones ; 5 = lamina ; 6 = cortex 
Illustration 114 : Coupe histologique d'œil composé de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = cornée cuticulaire ; 2 = cellule cristalinienne ; 3 = cellule pigmentaire iridienne ; 4 = cellules rétiniennes ; 
5 = rhabdome ; 6 = lame basale 




Illustration 115 : Coupe histologique de lobe optique  de  Stomoxys calcitrans HE x100 (Illustration originale) 
1 = œil composé ; 2 = lame basale ; 3 = axones ; 4 = lamina ; 5 = medulla ; 6 = lobula ; 7 = chiasma interne ; 8 
= cortex ; 9 = gaine nerveuse 
Illustration 116 : Coupe histologique de lobe optique de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = axones ; 2 = cortex ; 3 = lamina ; 4 = lame neurale ; 5 = cellule gliale ; 6 = lame basale ; 7 = trachée 


















Illustration 117 : Coupe histologique d'ocelle de Stomoxys calcitrans HE x1000 (Illustration originale) 
1 = cornée cuticulaire ; 2 = cellules épithéliales cornéagènes ; 3 = rhabdomes ; 4 = cellules hypodermique ; 5 = cuticule  
Illustration 118 : Coupe histologique d'ocelles de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = cornée cuticulaire ; 2 = cellules épithéliales cornéagènes ; 3 = rhabdomes ; 4 = lame neurale ; 5 = cuticule 






















Illustration 119 : Coupe histologique d'ocelle de Stomoxys calcitrans HE x400 (Illustration originale) 
1 = rhabdome ; 2 = lame neurale ; 3 = nerf ocellaire ; 4 = trophocyte 
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V) Discussion 
L’organisation de cette thèse s’est voulue originale. En effet, le choix aurait pu se porter 
sur l’écriture d’une partie bibliographique, rassemblant les données générales comme 
anatomiques et histologiques, suivie d’une partie exposant l’atlas des photographies des coupes 
réalisées. Cependant, cette conformation n’aurait pas été optimale pour permettre une pleine 
compréhension des structures anatomiques et histologiques observées.  
De ce fait, une première partie de synthèse bibliographique générale a été rédigée afin 
de rassembler l’ensemble des données actuelles disponibles concernant la biologie et 
l’importance médicale de Stomoxys calcitrans. Cette synthèse a pour but par la suite de 
permettre l’association plus aisée des structures anatomiques et histologiques observées à la 
physiologie du stomoxe. Cette partie comprend également des photographies originales mettant 
en évidence la morphologie externe de Stomoxys calcitrans et détaillant les structures utiles à 
la diagnose d’espèce et au sexage. Suite à cette présentation complète du parasite vient la partie 
de description des systèmes anatomiques avec l’atlas histologique. Pour chaque organe, une 
première description est détaillée en combinant les données actuelles disponibles dans la 
littérature concernant les insectes en général puis Stomoxys calcitrans en particulier. La 
physiologie de l’appareil est également brièvement abordée afin de constamment faire le lien 
entre structure et fonction et de faire écho à la première partie de synthèse. Les photographies 
de coupes histologiques sont présentées à la suite de la description de chaque organe. 
L’ensemble de la partie « Systèmes » constitue ainsi le premier atlas histologique de Stomoxys 
calcitrans rassemblant à la fois les données bibliographiques actuelles aux résultats que nous 
avons obtenus.    
 Ce travail a ainsi permis de confronter certaines données de la littérature, portant de 
manière générale sur les Diptères, à ce que nous avons observé sur nos coupes :  
- Les glandes salivaires ont bien une structure tubulaire associée à un épithélium polarisé 
et s’étendent depuis le tiers antérieur de l’abdomen jusqu’aux pièces buccales (cf 
Illustration 52 à 55). Tulloch (1906) en avait déjà fait une description anatomique très 
fidèle au début du 20ème siècle 
- Nous avons pu observer deux spermathèques accolées chez la femelle, comme cela fut 
décrit par Couri (2004) (cf Illustration 94). 
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- L’organe de Jonhston a pu être partiellement observé et semble être conforme aux 
descriptions générales de Chapman et al. (2013) avec notamment la présence des 
scolopidies rattachées au nerf antennaire (cf Illustrations 42 et 43). 
- Un unique ganglion thoraco-abdominal a bien été observé et confirme la présence de ce 
caractère commun aux Diptères cyclorraphes chez Stomoxys calcitrans, caractère déjà 
décrit par Tulloch (1906) et plus récemment détaillé par Cook et al. (1991) (cf 
Illustrations 109 et 110).  
- A l’opposé de ces quatre exemples confortant les données de la littérature, 
l’Illustration 49 est en contradiction avec la description générale des muscles des 
pompes pharyngées et cibariales des Diptères proposée par Chapman et al (2013). En 
effet, d’après cet auteur, les muscles de la pompe pharyngée sont moins importants que 
les muscles de la pompe cibariale chez les Diptères, hors pour Stomoxys calcitrans cette 
illustration montre clairement des muscles de la pompe pharyngée bien plus développés 
que ceux de la pompe cibariale. 
Après l’observation de l’ensemble des coupes qui ont été réalisées (600 en tout), chaque 
système a pu être illustré, parfois de manière inégale par rapport à un autre. Malgré une 
amélioration du protocole de préparation histologique au fur et à mesure de nos essais, 
l’intégrité de certains tissus fragiles n’a pu être pleinement conservée. C’est pourquoi 
notamment le tube cardiaque, le pharynx et l’œsophage sont peu illustrés. Ces structures se sont 
déchirées la majeure partie du temps lors de la réalisation des coupes et leur observation ne fut 
que très rare et très partielle. L’approfondissement de ce travail nécessiterait l’amélioration du 
protocole de préparation histologique des stomoxes afin d’améliorer l’intégrité des organes 
observés. Certaines publications concernant l’étude histologique de Drosophila megalonaster 
mentionnent l’utilisation du liquide de Carnoy (60% éthanol, 30% chloroforme, 10% acide 
acétique) comme fixateur avec lequel il est obtenu des coupes sagittales complètes sans aucun 
déchirement de tissu permettant une observation entière de l’anatomie interne de l’insecte 
(Kucherenko et al., 2010 ; Elya, 2017).  
L’autre limite de cette étude fut l’observation histologique des stomoxes dans le seul 
plan sagittal. Bien que cette orientation ait l’avantage de permettre l’analyse d’un maximum 
d’organes sur une même lame, se limiter à un plan de coupe unique prive de la possibilité de se 
représenter en trois dimensions l’anatomie interne de Stomoxys calcitrans. Ainsi, la réalisation 
d’une part de coupes transversales améliorerait très probablement l’observation et la 
compréhension des structures du système trachéen, du tube cardiaque, des muscles thoraciques 
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et du positionnement relatif entre les organes abdominaux. D’autre part, l’analyse de coupes 
longitudinales permettrait de mieux appréhender les différentes parties du système nerveux 
central et du système digestif. Une autre possibilité permettant de mieux appréhender 
l’anatomie interne de Stomoxys calcitrans en trois dimensions serait l’utilisation du procédé de 
transparisation associé à l’analyse par microscopie confocale ou biphotonique. En effet, cette 
technique fut employée par Barbaray (2019) pour la première fois sur la puce du chat 
Ctenocephalides felis. Cette méthode a permis d’obtenir des images inédites de ce parasite et 
d’étudier de façon dynamique les structures internes par l’observation de la topographie 
complète de certains organes pour lesquels cela été auparavant impossible. Un prochain travail 
pourrait consister à appliquer les protocoles de transparisation à Stomoxys calcitrans pour 
parvenir au même niveau d’observation et de compréhension de son anatomie interne. 
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VI) Conclusion 
Ce travail constitue en premier lieu une synthèse bibliographique conséquente des 
données actuelles concernant la biologie, l’importance médicale comme économique et la lutte 
contre le parasite Stomoxys calcitrans. Cette présentation générale est complétée d’une étude 
précise des différents systèmes organiques, abordés par une description organe par organe, à la 
fois anatomique, mais également histologique. Cette partie est illustrée de clichés originaux de 
coupes histologiques à l’hémalum-éosine de Stomoxys calcitrans permettant, pour la majorité 
des systèmes, une visualisation et une compréhension directe de l’anatomie et de l’histologie 
de cet insecte hématophage.  
Cette thèse vient compléter les données actuelles de la littérature par un travail 
expérimental important. Pour la première fois, les structures internes de Stomoxys calcitrans 
sont présentées sous la forme d’un atlas anatomique et histologique qui corrobore certaines 
observations précédemment établies et à l’inverse en discute d’autres. Une réflexion 
conséquente assortie de nombreux essais expérimentaux a été nécessaire avant l’obtention de 
coupes exploitables. Cependant, une amélioration du protocole de préparation histologique est 
encore possible. 
Ce travail ouvre des perspectives d’observation des structures internes de Stomoxys 
calcitrans de façon encore plus précise par l’association de coupes transversales et 
longitudinales aux coupes sagittales ou bien par l’utilisation de la méthode de transparisation. 
Ces travaux ouvrent la possibilité de voies de recherche sur le rôle vecteur de Stomoxys 
calcitrans par la localisation tissulaire d’agents pathogènes transmis. 
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TITRE : Elaboration d’un atlas anatomique et histologique de la mouche des étables 
Stomoxys calcitrans 
 
RÉSUMÉ : Stomoxys calcitrans est une mouche hématophage particulièrement nuisible en 
élevage bovin et pouvant être responsable de pertes économiques considérables. Outre les effets 
directs de ce parasite (harcèlement constant, douleur de la piqûre, spoliation sanguine), il est 
également vecteur de nombreux agents pathogènes (virus, bactéries, protozoaires ...)  
Pour la première fois, un atlas histologique de Stomoxys calcitrans a été réalisé en utilisant du 
liquide de Bouin comme fixateur et une coloration à l’hémalum-éosine. Chaque système est 
préalablement décrit puis illustré par des photographies originales de coupes histologiques 
conventionnelles. Cette thèse a pour but d’améliorer les connaissances sur l’anatomie interne 
du stomoxe afin d’ouvrir de nouvelles perspectives de recherche sur la transmission d’agents 
pathogènes.    




TITLE: Elaboration of an anatomical and histological atlas of the stable fly Stomoxys 
calcitrans 
 
ABSTRACT: Stomoxys calcitrans is a particularly harmful blood sucking insect of cattle and 
can be responsible for considerable economic losses. In addition to the direct effects of this 
parasite (harassment, painful bites, blood loss …), it is also a vector of numerous infections 
agents of veterinary significance (viruses, bacteria, protozoa ...) 
The current work presents for the first time, a histological atlas of Stomoxys calcitrans, using 
Bouin's fluid as a fixative and hemalum-eosin stain. Each system is described beforehand and 
then illustrated by original photographs of conventional histological sections. The aim of this 
thesis is to improve the knowledge on the internal anatomy of the stable fly in order to open up 
new research perspectives on the transmission of pathogens. 
KEY WORDS: Stomoxys calcitrans, stable fly, histology, anatomy, histological atlas, 
Muscidae. 
